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RESUMEN 
 
Las infecciones asociadas a la atención de la salud (IAAS) son aquellas que se desarrollan 
en centros de salud que no están presentes o en incubación al momento de la admisión de 
un paciente, asociadas a tasas elevadas de mortalidad (hasta el 12 % a nivel mundial) y 
morbilidad. El objetivo de este trabajo fue determinar el impacto de la colonización en el 
desarrollo de IAAS en pacientes internados en unidades de cuidados intermedios (UCIM). 
En este estudio, se incluyeron a pacientes ingresados a la UCIM en un periodo menor a 
48 h desde su admisión al hospital, con riesgo a desarrollar IAAS. A partir de especímenes 
clínicos fueron aislados a los agentes causales de IAAS, los cuales fueron identificados; 
el perfil de susceptibilidad y la relación clonal fue determinada para cada aislamiento. La 
población de estudio estuvo conformada por pacientes, familiares y enfermeros de las 
salas de UCIM, a partir de los cuales se tomaron muestras de diferentes sitios anatómicos 
a lo largo del tiempo. Las superficies cercanas a los pacientes y las porciones expuestas 
de los dispositivos médicos insertados fueron también muestreados. A partir de estas 
muestras se aisló a la microbiota que creciera en condiciones de aerobiosis, cada 
aislamiento fue identificado a nivel especie y se determinó la relación clonal en los 
aislamientos de la misma especie de los agentes causales de IAAS. Ocho de los 11 
pacientes monitoreados desarrollaron de 1 a 3 infecciones. Las neumonías asociadas a 
ventilador fueron las IAAS más frecuentes (50%) seguidas de bacteriemias asociadas a 
catéter venoso central (25%). Se recuperaron 14 aislamientos como agentes causales de 
IAAS, siendo Acinetobacter baumannii el más frecuente (36%), seguido de Klebsiella 
pneumoniae (29%). Las IAAS se desarrollaron entre 5 y 10 días de estancia, y los 
pacientes con estancias prolongadas fueron propensos a desarrollar más de una infección. 
De la microbiota del grupo de estudio y superficies, se recuperaron 2,735 aislamientos, 
identificados en 126 especies diferentes. Los ECN fueron los aislamientos recuperados 
con mayor frecuencia (45%), seguido de A. baumannii (8.7%),  Enterococcus faecalis 
(4.2%) y K. pneumoniae (3.1%). Los agentes causales de IAAS se recuperaron 
progresivamente en superficies ambientales y dispositivos médicos antes y después del 
desarrollo de IAAS. Los enfermeros y las superficies tienen un papel importante en la 
diseminación de patógenos en UCIM. 
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ABSTRACT 
 
Healthcare-associated infections (HAI) are defined as developed infections at hospital or 
healthcare settings that are not present or in incubation on patients during hospital 
admission. HAI are associated to high mortality rates (up to 12% worldwide) and 
morbility. The aim of this study was to determine colonization impact on HAI 
development in step-down care units (SDCU). Patients admitted to SDCU in less than 48 
h since hospital admission, with risk to HAI development were included. HAI causative 
agents were recovered from clinical specimens, identified at species level, and 
susceptibility and clonal relatedness were determined. Study population included infected 
patients, patients’ relatives, and SDCU nurses, from which corporal surface samples were 
obtained. Environmental surfaces and medical devices’ exposed proportion were sampled 
too. Microbiota were isolated from surface samples, which were identified at species level 
and clonal relatedness were determined on isolates with same causative agent 
identification. Eight out of 11 patients developed between 1 and 3 HAI. Ventilator-
associated pneumonia (50%) and central venous catheter-bloodstream infections (25%) 
were the most frequent diagnosed HAI. Fourteen isolates were recovered as HAI causative 
agents; Acinetobacter baumannii (36%) and Klebsiella pneumoniae (29%) were the most 
frequent causative agents. HAI were developed during 5 to 10 days of hospital stay; 
patients with prolonged stay were susceptible to acquired more than one HAI. A total of 
2,735 isolates were recovered from microbiota samples, which were identified in 126 
different species. Coagulase-negative staphylococci were the most frequent isolates 
recovered (45%), followed by A. baumannii (8.7%), Enterococcus faecalis (4.2%), and K. 
pneumoniae (3.1%). HAI causative agents were progressively recovered from 
environmental surfaces and medical devices before and after HAI development. Nurses 
and environmental surfaces seems to have an important role in pathogens dissemination 
through SDCU. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 
 Las infecciones asociadas a la atención de la salud (IAAS), anteriormente 
conocidas como infecciones nosocomiales, son aquellas que se desarrollan en centros de 
salud que no están presentes o en incubación al momento de la admisión de un paciente. 
La importancia de las IAAS radica en sus altas tasas de mortalidad (hasta el 12 % a nivel 
mundial) y morbilidad. Las IAAS se desarrollan en el 10 al 13% de los pacientes 
hospitalizados. 
 Las IAAS son infecciones adquiridas entre 48 y 96 horas después de la admisión 
de los pacientes en hospitales o centros de salud, y se asocia a estancias hospitalarias 
prolongadas que contribuyen a la colonización de los pacientes por microorganismos 
patógenos. 
 Los pacientes, el personal de salud, los visitantes y los equipos y dispositivos 
médicos pueden participar como vehículo de agentes causales presentes en el ambiente 
hospitalario. Se ha propuesto que la transferencia de microorganismos entre superficies y 
humanos es una ruta importante de transmisión, por lo que el ambiente hospitalario es un 
ecosistema de interés para el estudio de rutas de diseminación de patógenos. 
 Alrededor del 70% de las IAAS son ocasionadas por microorganismos 
farmacorresistentes que habitan en la microbiota nosocomial. El grupo ESKAPE está 
conformado por bacterias de importancia médica debido a su participación como agentes 
causales de IAAS, además de tener perfiles de resistencia elevada. Las especies incluidas 
son: Enterococcus faecium, Staphylococcus aureus, Klebsiella pneumoniae, 
Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa, Enterobacter spp., y Escherichia 
coli. 
 La farmacorresistencia es un problema de salud pública a nivel mundial que tiene 
implicaciones clínicas, ya que limita las opciones terapéuticas para tratar infecciones 
bacterianas, reduce su eficacia, y conlleva a elevadas tasas de mortalidad. Los 
microorganismos de la microbiota nosocomial pueden ser reservorios de múltiples genes 
de resistencia, siendo algunos clasificados como multi-farmacorresistentes.  
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 Debido a que las IAAS y la resistencia a antibióticos son aspectos de gran 
relevancia en el ambiente nosocomial, el estudio de la transmisión de los microorganismos 
farmacorresistentes podría detener la colonización de los pacientes y el desarrollo de 
IAAS. 
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2. ANTECEDENTES 
 
2.1 Infecciones asociadas a la atención de la salud. 
 
Las infecciones asociadas a la atención de la salud (IAAS) son una de las 
complicaciones más frecuentes en hospitales, además de ser una causa importante de 
morbilidad y mortalidad, la cual es estimada en 99,000 muertes asociadas a estas 
infecciones (Klevens et al., 2007). 
Las IAAS afectan del 10 al 13% de los pacientes hospitalizados, y hasta un 25% 
se desarrollan en unidades de cuidados intensivos. Se ha observado además que 
contribuyen en un incremento aproximado de 10.4 días de estancia hospitalaria (Jia et al., 
2019).  
Las IAAS se dividen en cinco categorías principales de acuerdo a la frecuencia 
con la que se desarrollan: infecciones en tracto urinario (9.9%), infecciones de torrente 
sanguíneo (13.2%), infecciones de heridas quirúrgicas (17.5%), infecciones 
gastrointestinales (23.1%) y neumonías (27.9%) (Shelley S. Magill et al., 2018). 
Los principales factores de riesgo para el desarrollo de IAAS son: los 
procedimientos invasivos (cirugías e inserción de dispositivos médicos, entre ellos 
catéteres, prótesis, y tubos de ventilación mecánica), las prácticas de higiene de los 
trabajadores del área de la salud, el consumo de agentes antimicrobianos y la colonización 
de los pacientes con patógenos oportunistas. 
 
2.2 Farmacorresistencia 
 
La farmacorresistencia es un problema de salud a nivel mundial asociado a altas 
tasas de mortalidad que reduce las opciones terapéuticas para tratar infecciones y dificulta 
su prevención. La inefectividad de los agentes antimicrobianos conlleva al uso de otros 
antibióticos con elevada toxicidad y costo, y a la persistencia de microorganismos 
infecciosos y el riesgo de diseminación de un paciente a otro se incrementa. El Centers 
for Disease Control and Prevention (CDC) en 2013 estimó que más de dos millones de 
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personas contraen una infección por microorganismos farmacorresistentes cada año, y al 
menos 23,000 muertes son atribuidas a esta causa (CDC, 2013).    
Aproximadamente 70 billones de dosis clínicas de antibióticos han sido 
administradas a nivel mundial en el periodo de 2000 a 2010, de las cuales se estima que 
el 50% no fueron necesarias o se administraron incorrectamente (Van Boeckel et al., 
2014), lo que contribuye en el desarrollo de la farmacorresistencia.  
La farmacorresistencia puede ser clasificada en intrínseca y en adquirida. La 
resistencia intrínseca es referida como la resistencia inherente específica de especies, en 
la que se incluyen elementos integrados a cromosomas, estructuras celulares como la 
membrana externa de Gram-negativos, estados fisiológicos inactivos tales como la 
biopelículas o esporas, y proteínas tales como porinas y bombas de eflujo. La resistencia 
intrínseca es independiente de la exposición previa a los antibióticos, así como a la 
transferencia horizontal de genes (Perry, Westman, & Wright, 2014; Wright, 2010).  
Por otro lado, la resistencia adquirida se asocia con cambios en la composición 
genética mediante mutaciones y la transferencia horizontal de genes localizados en 
elementos genéticos móviles; por ejemplo, plásmidos, transposones, bacteriófagos o islas 
genómicas (Wright, 2010). En presencia de un agente antimicrobiano, el crecimiento de 
los microorganismos es inhibido hasta que ocurra una modificación de cualquiera de estos 
elementos genéticos por mutaciones o movilización de genes de resistencia. (Perry et al., 
2014; Wright, 2010). 
Las especies farmacorresistentes tienen mayores probabilidades de ocasionar 
infecciones con un grave pronóstico para los pacientes, lo que incrementa el tiempo de 
estancia hospitalaria, el consumo de recursos hospitalarios y elevadas tasas de mortalidad 
(Jia et al., 2019).  
El 70% de los agentes causales de IAAS son farmacorresistentes, entre ellos se 
encuentran: enterobacterias resistentes a carbapenémicos, enterobacterias productoras de 
β-lactamasas de espectro extendido, cepas multi-farmacorresistentes de A. baumannii y P. 
aeruginosa, Enterococcus spp. resistentes a vancomicina, y S. aureus resistentes a 
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meticilina o a vancomicina (Bhalla et al., 2015).  La farmacorresistencia contribuye a 
la persistencia prolongada de los microorganismos en superficies (Lax et al., 2017).  
La diseminación de patógenos farmacorresistentes ha sido motivo de estudio 
durante años con la finalidad de comprender el desarrollo de infecciones, siendo muy 
importantes los vehículos que facilitan la propagación de estas especies (equipo médico, 
material quirúrgico, personal de salud).  
 
2.3 Microbiota nosocomial 
 
 Los microorganismos que persisten en el ambiente nosocomial se 
caracterizan por poseer perfiles elevados de farmacorresistencia (Boucher et al., 2009) y 
por su capacidad de colonizar pacientes y superficies (Kramer, Schwebke, & Kampf, 
2006a).  ESKAPE es el acrónimo conformado por las especies Enterococcus spp., 
Staphylococcus aureus, Klebsiella pneumoniae, Acinetobacter baumannii, Pseudomonas 
aeruginosa, Enterobacter spp. y Escherichia coli (Rice, 2008; Velazquez-Acosta, 
Cornejo-Juarez, & Volkow-Fernandez, 2018).  
Con el paso del tiempo se han registrado cambios epidemiológicos que incluyen a 
Clostridioides difficile como uno de los agentes causales más frecuentes de infecciones 
gastrointestinales adquiridas en los hospitales (S. S. Magill et al., 2014). A pesar de que 
C. difficile no es un microorganismo farmacorresistente, su diseminación se asocia 
principalmente al uso de antibióticos (Bartlett & Gerding, 2008), por lo que se ha 
propuesto un cambio en el acrónimo ESKAPE por ESCAPE, en el cual se incluye a C. 
difficile y K. pneumoniae, Enterobacter spp. y E. coli son agrupados en la última letra E 
del acrónimo (De Rosa, Corcione, Pagani, & Di Perri, 2015).  
 Se ha demostrado que los patógenos del grupo ESKAPE pueden persistir en 
superficies inanimadas, tales como las camas de pacientes, la superficie de mesas 
contiguas a los pacientes, mostradores de enfermería, manijas de puertas, etc.,  durante 
meses o incluso años (Kramer et al., 2006a; Zubair et al., 2018). Por ejemplo, 
Enterococcus spp., incluyendo cepas resistentes a vancomicina, pueden persistir en el 
ambiente hasta 4 meses; Acinetobacter spp., y las esporas de C. difficile hasta 5 meses; S. 
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aureus y cepas MRSA, hasta 7 meses; E. coli y P. aeruginosa, hasta 16 meses; y Klebsiella 
spp., durante más de 30 meses (Kramer et al., 2006a). 
 
2.4 Agentes causales de IAAS 
 
Entre estos microorganismos, el grupo ESKAPE se caracteriza por sus elevadas 
tasas de incidencia como agentes causales de IAAS y farmacorresistencia elevada 
(Boucher et al., 2009). Adicionalmente, se ha observado un incremento en el número de 
infecciones donde los estafilococos coagulasa-negativa son los agentes más frecuentes de 
IAAS (Bhalla et al., 2015). 
Del 20 al 40% de las IAAS son atribuidas a la transferencia de patógenos mediante 
contacto directo o indirecto entre pacientes, personal de salud, fómites y visitantes (Bhalla 
et al., 2015). Las superficies cercanas a los pacientes poseen altas tasas de contaminación 
por microorganismos y los pacientes infectados propagan con mayor facilidad a los 
agentes causales de IAAS; esto ha sido observado principalmente en pacientes que 
padecen diarrea, lo que resulta en la contaminación generalizada de superficies (Boyce, 
2007; Otter, Yezli, Salkeld, & French, 2013). Por lo tanto, la aplicación de técnicas de 
limpieza deficientes o la falta de rutinas preventivas para desinfectar superficies pueden 
brindar condiciones para la persistencia de patógenos, las cuales pueden ser una fuente 
continua de transmisión. 
Se estima que más de 2 millones de personas por año adquieren una infección por 
agentes multi farmacorresistentes y 700,000 muertes son atribuidas a esta causa en EEUU, 
mientras que en la unión europea se estiman 25,000 muertes a consecuencia de infecciones 
con patógenos multi farmacorresistentes (Sievert et al., 2013). El CDC estima alrededor 
de 10 millones de muertes por infecciones con microorganismos farmacorresistentes para 
el año 2050 (Crofts, Gasparrini, & Dantas, 2017; O'Neill, 2016).  
 
2.5 Farmacorresistencia en especies del grupo ESKAPE 
 
Los microorganismos, tales como el grupo ESKAPE, poseen la capacidad de 
portar múltiples genes de resistencia. Por ejemplo, la resistencia a carbapenémicos 
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en bacilos Gram negativos, entre ellos A. baumannii, K. pneumoniae y E. coli; la 
resistencia a meticilina por S. aureus y estafilococos coagulasa negativos (ECN); y la 
resistencia a vancomicina por E. faecium y E. faecalis  (Boucher et al., 2009; Cattoir & 
Giard, 2014; de Niederhäusern et al., 2011; Fluit, Carpaij, Majoor, Bonten, & Willems, 
2013; Iredell, Brown, & Tagg, 2016; Tzouvelekis, Markogiannakis, Psichogiou, Tassios, 
& Daikos, 2012).  
Uno de los mecanismos de resistencia descritos en el grupo ESKAPE es la 
transferencia horizontal de genes asociados a la resistencia (GRA) (von Wintersdorff et 
al., 2016; Wright, 2007, 2010). Tal es el caso de la transferencia del gen mecA (el cual 
confiere resistencia a meticilina), desde estafilococos coagulasa negativos (ECN) 
a S. aureus en la microbiota nasal, dando origen a cepas denominadas MRSA; y la 
transferencia del gen vanA, desde Enterococcus spp. a S. aureus, dando origen a cepas 
llamadas VRSA (de Niederhäusern et al., 2011; Ghosh, Gupta, Nair, & Mande, 2014; Hu 
et al., 2013; Huddleston, 2014; Otto, 2013; Sommer, Dantas, & Church, 2009; Wright, 
2010).   
La transferencia de los GRA ocurre con facilidad en comunidades microbianas 
densas. De acuerdo con múltiples análisis metagenómicos, se ha sugerido que la 
microbiota intestinal posee gran potencial de transferir genes de resistencia a antibióticos 
(GRA) a patógenos transitorios/oportunistas, debido a la detección de genes de resistencia 
a tetraciclina, bacitracina y tetraciclina en contigs que incluyen integrasas y transposas y 
la abundancia de genes que confieren resistencia a vancomicina (vanRG), cefalosporinas 
(b12_cfxa) y eritromicina (ermB) (Ghosh et al., 2014; Hu et al., 2013; Huddleston, 2014; 
Sommer et al., 2009).    
Los microorganismos de la microbiota nosocomial pueden ser reservorios de 
múltiples genes de resistencia, siendo algunos clasificados como multi-
farmacorresistentes. Tal es el caso de la cepa EMRSA-17, con resistencia 
a meticilina, fluoroquinolonas, macrólidos, aminoglucósidos, tetracicilna (Aucken, 
Ganner, Murchan, Cookson, & Johnson, 2002; Rice, 2008).  Además, se han reportado 
brotes por enterobacterias resistentes a carbapenémicos en México, incluyendo la 
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transferencia horizontal y transmisión del gen blaNDM-1, un gen que confiere resistencia 
a carbapenémicos, en cuatro especies (Bocanegra-Ibarias et al., 2017).  
A pesar de estudios previos sobre la composición microbiana en determinados 
ambientes, el microbioma hospitalario no ha sido descrito en su totalidad, y es probable 
que este participe como reservorio de genes que confieren resistencia a los antibióticos 
empleados en el tratamiento de pacientes con alguna infección, y que contribuyan al 
desarrollo de farmacorresistencia en agentes causales de IAAS, por lo que es un área de 
oportunidad para comprender su influencia en el desarrollo de estas infecciones e 
identificar posibles reservorios GRA.   
Dado que las IAAS se asocian a especies portadoras de genes que pueden ser 
transmitidos a otras especies, la vigilancia de genes y no solamente la vigilancia de 
microorganismos fármacorresistentes, proporcionará un panorama más amplio sobre la 
diseminación de GRA dentro del ambiente nosocomial, la interacción de estos genes entre 
microorganismos de la microbiota nosocomial y la microbiota de pacientes, y su impacto 
en el desarrollo de IAAS.   
 
2.5.1 Enterococcus spp. 
 
E. faecalis y E. faecium ocupan el quinto (7,5%) y noveno (3,7%) lugar entre los 
agentes causales más frecuentes de IAAS, respectivamente (L. M. Weiner et al., 2016). 
E. faecium tiene un perfil de resistencia a los medicamentos más alto que E. faecalis, 
especialmente a ampicilina y vancomicina. Se ha encontrado resistencia de alto nivel a los 
aminoglucósidos en más del 50% de los aislados clínicos en los Estados Unidos. Además, 
se ha informado resistencia de alto nivel a gentamicina, ciprofloxacina, tetraciclina y 
teicoplanina en aislamientos de E. faecium en todo el mundo (O'Driscoll & Crank, 2015; 
Quinones, Aung, Sousa Martins, Urushibara, & Kobayashi, 2018). Además de la 
frecuencia de Enterococos resistente a vancomicina (ERV)  como agente causante de 
IAAS, también se han informado tasas elevadas de mortalidad asociadas con estos 
microorganismos. El CDC estima 54,400 infecciones por ERV al año en EEUU, a las 
cuales se les atribuye 5,400 muertes por año (CDC, 2019a). 
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La resistencia adquirida a la vancomicina se asocia con nueve grupos de genes 
(vanA, vanB, vanC, vanD, vanE, vanG, vanL, vanM y vanN) transmitidos por elementos 
genéticos móviles con los genotipos vanA y vanB como los más comunes (Holzknecht, 
Hansen, Nielsen, Kailow, & Jarløv, 2017). El genotipo vanA está asociado con una 
resistencia de alto nivel tanto a la vancomicina como a la teicoplanina. El grupo de genes 
vanA se encuentra en un transposón Tn1546 de 10,8 kb que pertenece a la familia Tn3 y 
generalmente se encuentra en los plásmidos del grupo de incompatibilidad 18 (Inc18) 
(Sung et al., 2015). Además, Tn1546 contiene el gen vanZ, involucrado en la resistencia 
a la teicoplanina. Mientras tanto, el genotipo vanB está asociado con un nivel moderado a 
alto de resistencia a la vancomicina y la susceptibilidad a la teicoplanina. El grupo de 
genes vanB es transportado por un transposón conjugativo Tn1547 (Munita & Arias, 
2016). 
Aunque la prevalencia mundial reportada de resistencia a linezolid en enterococos 
es inferior al 1%, se ha informado un aumento en diferentes regiones geográficas. Por 
ejemplo, en Alemania, la resistencia al linezolid aumentó de menos del 1% en 2008 a más 
del 9% en 2014 (Bi, Qin, Fan, Ma, & Gu, 2018), y hasta el 94% de las cepas de enterococos 
resistentes a linezolid también son resistentes a la vancomicina (Klare et al., 2015). Las 
mutaciones y la metilación en el gen 23S rRNA podrían mediar la resistencia al linezolid; 
la metilación se lleva a cabo mediante una metiltransferasa transferible codificada por un 
gen de resistencia al cloranfenicol-florfenicol (cfr) alojado en un plásmido (Gupta, 2016). 
Se han reportado mutaciones asociadas con la resistencia a linezolid en el 51% de 
cepas de E. faecalis y el 80% de E. faecium, mientras que menos del 5% de los 
aislamientos clínicos de ambas especies tienen el gen cfr. Algunos enterococos multi-
farmacorresistentes tienen la secuencia de inserción IS256 en su genoma, un elemento 
móvil transponible asociado con el gen cfr. La transferencia de cfr está mediada por IS256, 
lo que podría explicar la propagación del gen entre especies y posiblemente una 
diseminación generalizada en el entorno clínico (Diaz et al., 2012). El gen cfr es 
responsable de la resistencia no solo a las oxazolidonas, sino también a las lincosamidas, 
pleuromutilinas y estreptogramina A (fenotipo PhLOPSA), y se ha encontrado en el 
plásmido que codifica la resistencia a múltiples fármacos (Diaz et al., 2012). 
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Las cepas ERV tienen el potencial de diseminarse a través del ambiente 
hospitalario, y la adquisición de resistencia a linezolid es el último evento perturbador de 
farmacorresistencia en esta especie. Sin embargo, ambos escenarios podrían limitar las 
terapias efectivas disponibles para las infecciones por enterococos (Gupta, 2016). 
 
2.5.2. S. aureus  
 
S. aureus ocupa el segundo lugar (11.8%) entre los agentes causales de IAAS (L. 
M. Weiner et al., 2016). MRSA es un agente causal de brotes hospitalarios en todo el 
mundo, responsable de hasta el 60% de las IAAS (Lee et al., 2018). El CDC estima se 
atribuye a 323,700 infecciones en pacientes hospitalizados por MRSA al año, y se 
atribuyen 10,600 muertes por año (Centers for Disease Control and Prevention, 2019). 
Las cepas de MRSA expresan el gen mecA, el cual codifica una proteína PBP2a, 
caracterizada por una alteración estructural que confiere afinidades más bajas a casi todos 
los β-lactámicos, incluyendo penicilinas, agentes combinados de β-lactámicos (es decir, 
amoxicilina y clavulanato), cefemas (a excepción de las cefalosporinas con actividad anti-
MRSA) y carbapenémicos (Lee et al., 2018; Moellering, 2011). 
El gen mecA se encuentra en un elemento genético móvil conocido como 
Staphylococcal Cassette Chromosome mec (SCCmec) (Lee et al., 2018), un elemento 
similar a un transposón específico del sitio que se encuentra exclusivamente entre las 
especies de Staphylococcus. El casete se incorpora en el cromosoma de las bacterias y 
consta de un gen mec, genes reguladores y un complejo de genes ccr que codifica la 
recombinasa cromosómica, que media la integración de SSCmec en el cromosoma 
estafilocócico. La presencia del gen mecA en aislamientos clínicos de Staphylococcus 
sugiere resistencia a la meticilina (Hussain et al., 2000), y la prevalencia en todo el mundo 
es variable según la ubicación geográfica, con altas tasas en las Américas (78.5%) y Asia 
(hasta 70%) (Diekema et al., 2001; Liu et al., 2009). 
Aproximadamente el 15-20% del genoma de los estafilococos está formado por 
elementos genéticos móviles. Se ha observado de la presencia del gen mecA con 
secuencias idénticas de ADN en aislamientos de MRSA y ECN obtenidos del mismo 
paciente. Además, se ha encontrado un 99% de homología del elemento SCCmec entre 
11 
 
cepas de Staphylococcus epidermidis y S. aureus. La resistencia a la meticilina es más 
frecuente entre ECN que S. aureus; por lo tanto, los ECN se han sugerido como un 
reservorio de determinantes asociados no solo con farmacorresistencia (SSCmec y mecA) 
sino también con determinantes de virulencia en S. aureus (Haaber, Penades, & Ingmer, 
2017; Kramer et al., 2006a). 
Es importante destacar que la presencia de especies de ECN y S. aureus en la 
microbiota pueden ser reservorios de genes de farmacorresistencia para otros 
microorganismos. La proximidad de microorganismos en el mismo nicho ecológico 
contribuye al intercambio genético y la aparición de patógenos oportunistas 
farmacorresistentes (Kramer et al., 2006a). 
Los glucopéptidos, principalmente la vancomicina, siguen siendo el tratamiento 
de primera línea para las infecciones en las que MRSA es el agente causal (Chen, 2013). 
Sin embargo, se han reportado aislamientos clínicos de MRSA con susceptibilidad 
disminuida a la vancomicina (S. aureus resistente a la vancomicina [VISA]) y resistencia 
a la vancomicina de alto nivel (VRSA) (Gardete & Tomasz, 2014). Hasta la fecha, se han 
reportado 14 aislamientos de VRSA en EEUU desde 2002, el más reciente recuperado en 
Delaware en 2015 (Walters et al., 2015). Además, se ha informado la recuperación de 
aislamientos clínicos de VRSA en otras regiones de Europa y Asia (Hasan, Acharjee, & 
Noor, 2016; Melo-Cristino, Resina, Manuel, Lito, & Ramirez, 2013). 
Al igual que en las cepas ERV, vanA está implicado en la resistencia adquirida a 
la vancomicina en las cepas MRSA; este gen, asociado al transposón Tn1546, es un 
elemento que se sugiere proviene de E. faecalis resistente a la vancomicina (Chang et al., 
2003; Gardete & Tomasz, 2014).  Por otro lado, los aislamientos caracterizados como 
VISA han aumentado los valores de concentración inhibitoria mínima de vancomicina 
debido a mutaciones acumuladas en el microorganismo durante terapia con vancomicina. 
Además, la aparición de cepas VISA es más común que la aparición de VRSA (Watanabe, 
Cui, Katayama, Kozue, & Hiramatsu, 2011). 
El primer aislamiento de VRSA se recuperó simultáneamente con un MRSA y un 
E. faecalis resistente a vancomicina del mismo paciente. El gen vanA estuvo presente en 
todos los aislamientos recuperados y mostró una secuencia idéntica de ADN. Además, la 
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secuencia del gen vanA del aislamiento MRSA fue idéntica a la secuencia vanA del 
transposón Tn1546 transportado por la cepa VRE (Chang et al., 2003). 
Además, los plásmidos Inc18 están relacionados con el proceso de transferencia 
de material genético de enterococos a S. aureus, lo que refuerza la idea de E. faecalis 
como donador del gen vanA que contribuye a la aparición de cepas VRSA (de 
Niederhäusern et al., 2011). Las tasas de susceptibilidad a la vancomicina en ECN son del 
99%. La resistencia a vancomicina se asocia con diferencias en la composición de la pared 
celular, la morfología ultraestructural y la unión a los glucopéptidos (Ma, Wang, Liu, & 
Luo, 2011). Hasta donde sabemos, la presencia del gen vanA u otros grupos de genes van 
no se ha demostrado en aislamientos clínicos de ECN (Mehri et al., 2016).  
Linezolid permanece activo en más del 98% de los aislamientos clínicos de 
Staphylococcus, siendo resistente el 0.5% de S. aureus y el 1.4% de ECN (Mendes et al., 
2013). La resistencia adquirida a linezolid en las cepas de MRSA se asocia con la 
transferencia del gen cfr tanto en S. aureus como de ECN (Mendes et al., 2013). Además, 
se ha detectado la presencia de genes mecA, vanA y cfr en cepas de MRSA que se asocian 
con elementos genéticos móviles que facilitan la propagación entre especies en el entorno 
nosocomial (Doern, Park, Gallegos, Alspaugh, & Burnham, 2016). 
 
2.5.3. A. baumannii 
 
A. baumannii es una amenaza importante en los hospitales, especialmente entre 
pacientes con dispositivos médicos (World Health Organization, 2017). Este 
microorganismo es responsable del 1,6% de las infecciones respiratorias agudas (S. S. 
Magill et al., 2014) y del 7% de las infecciones en pacientes críticos con ventiladores 
mecánicos (Centers for Disease Control and Prevention, 2013).  
Aproximadamente el 60-70% de las cepas de Acinetobacter son multi-
farmacorresistentes, y se le atribuyen 8,500 infecciones y 700 muertes en EEUU durante 
el 2017 (Centers for Disease Control and Prevention, 2019). Los carbapenémicos se 
consideran el tratamiento de elección para las infecciones severas por cepas multi-
farmacorresistentes de A. baumannii (Munoz-Price et al., 2013). La tasa de mortalidad 
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general por infecciones debidas a cepas de A. baumannii resistentes a carbapenémicos ha 
sido reportada hasta en un 52% (Bulens et al., 2018). La resistencia a carbapenémicos en 
A. baumannii puede deberse a mecanismos intrínsecos y adquiridos asociados con la 
producción de carbapenemasas, que pueden pertenecer a la clase D (oxacilinasas), clase 
B (metalo-β-lactamasas) o clase A β-lactamasas (L. Poirel, Bonnin, & Nordmann, 2011; 
Turton et al., 2006). 
Las oxacilinasas poseen actividad contra aztreonam y carbapenémicos. Las 
enzimas similares a OXA-51 son las más frecuentemente reportadas (100% de los 
aislamientos clínicos) en A. baumannii. OXA-51 es una oxacilinasa cromosómica nativa 
con una expresión baja o basal; sin embargo, esta enzima se ha asociado con la resistencia 
a carbapenémicos cuando su gen está regulado positivamente tras la inserción río arriba 
de la secuencia de inserción ISAba1 o ISAba9. Las oxacilinasas adquiridas en cepas de  
A. baumannii asociadas con la resistencia a carbapenémicos son las de tipo OXA-23, tipo 
OXA-24, tipo OXA-58, tipo OXA-143 y tipo OXA-23538-40. Más del 90% de los 
aislamientos de A. baumannii contienen los genes blaOXA-23 y blaOXA-58, los cuales 
pueden estar presentes en plásmidos conjugativos y transposones que facilitan su 
propagación a otras cepas (Hamidian, Kenyon, Holt, Pickard, & Hall, 2014). 
Las metalo-β-lactamasas (MBL) poseen actividad hidrolasa contra todos los 
antibióticos β-lactámicos (penicilinas, cefalosporinas y carbapenémicos), excepto los 
monobactámicos (Poirel 2006). Las MBL más importantes en A. baumannii son la 
imipenemasa (IMP), la Verona integrón-metalo-β-lactamasa (VIM) y la Nueva-Delhi-
metalo-β-lactamasa (NDM) (L. Poirel & Nordmann, 2006; Rodriguez, Nastro, & 
Famiglietti, 2018). Los genes VIM e IMP generalmente residen dentro de los integrones 
de clase 1. Además, se ha encontrado la coexistencia de genes que codifican NDM-1, 
IMP-1 y OXA-23 en cepas de A. baumannii (Hamidian et al., 2014). Debido a la gran 
cantidad de informes sobre la presencia de diversas carbapenemasas en A. baumannii, 
especialmente las codificadas por genes portadores de plásmidos, esta especie podría 
considerarse un reservorio de estos genes. 
Hasta la fecha, la tigeciclina y la colistina son las opciones terapéuticas de último 
recurso en las infecciones por A. baumannii resistentes a carbapenémicos. (Gkentzi et al., 
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2020). Sin embargo, el tratamiento con colistina se acompaña de alta toxicidad y un 
resultado clínico deficiente para neumonías (Cai, Chai, Wang, Liang, & Bai, 2012; 
Ungthammakhun, Vasikasin, & Changpradub, 2019), y el tratamiento con tigeciclina se 
asocia con una eficacia reducida en el torrente sanguíneo y las infecciones del tracto 
urinario (Gkentzi et al., 2020; Potron, Poirel, & Nordmann, 2015). 
En América Latina, de 2010 a 2011, la resistencia de A. baumannii a la tigeciclina 
aumentó de 4.3% a 10.5% (Costello, Gales, Morfin-Otero, Jones, & Castanheira, 2016). 
Durante el período 2001-2011, se informó que la resistencia a la colistina aumentó del 
0,9% al 3,3% en los Estados Unidos, Europa, América Latina y Asia (Cai et al., 2012). La 
resistencia a la tigeciclina y la colistina en A. baumannii no se adquiere mediante una 
transferencia horizontal de genes. Dos mecanismos sugeridos confieren resistencia a 
colistina: la modificación del lípido A debido a mutaciones y / o sobreexpresión del 
sistema pmrAB, y la pérdida de lipopolisacárido debido a mutaciones o inactivación 
después de la inserción de secuencias (IsAba) en genes asociados con la biosíntesis del 
lípido A ( lpxA, lpxC o lpxD) (Hua et al., 2017). La resistencia a tigeciclina en A. 
baumannii se asocia con mutaciones de genes que codifican bombas de eflujo como oprD 
y adeB, y reguladores transcripcionales como LuxR-type (Peleg, Adams, & Paterson, 
2007). Las mutaciones en los genes cromosómicos no están exentas, lo que limita el uso 
de estos agentes antimicrobianos. 
Dado que la resistencia a colistina y tigeciclina en cepas multi-farmacorresistentes 
puede conducir a la aparición de cepas panrresistentes (Cai et al., 2012), recientemente se 
han descrito estudios sobre la actividad sinérgica con la combinación de agentes 
antimicrobianos. Se ha observado actividad sinérgica de colistina y meropenem, 
ampicilina / sulbactam o tazobactam contra cepas multi-farmacorresistentes de A. 
baumannii in vitro, de los cuales la combinación colistina y ampicilina / sulbactam posee 
mayor actividad sinérgica (Marie, Krishnappa, Alzahrani, Mubaraki, & Alyousef, 2015). 
Los estudios aleatorizados de pacientes con infecciones por A. baumannii multi-
farmacorresistentes, principalmente bacteriemia, mostraron que la combinación colistina-
ampicilina / sulbactam es más efectiva que la monoterapia con colistina (Gkentzi et al., 
2020; Makris et al., 2018). Las combinaciones colistina-meropenem, colistina-
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rifampicina o colistina-fosfomicina no mejoran la mortalidad en comparación con la 
monoterapia con colistina (Aydemir et al., 2013; Dickstein et al., 2019; Gkentzi et al., 
2020; Makris et al., 2018; Shi, Lee, Park, Ko, & Eom, 2019; Sirijatuphat & Thamlikitkul, 
2014; Ungthammakhun et al., 2019). 
 
2.5.4. P. aeruginosa 
 
P. aeruginosa es responsable de 51,000 IAAS y 400 muertes por año (Centers for 
Disease Control and Prevention, 2013), y aproximadamente el 13% de las infecciones 
causadas por P. aeruginosa se deben a cepas de multi-farmacorresistentes (Castanheira, 
Deshpande, Costello, Davies, & Jones, 2014). La aparición de cepas de P. aeruginosa 
multi-farmacorresistentes y resistentes a carbapenémicos ha sido documentada en todo el 
mundo. 
La resistencia adquirida a carbapenémicos en P. aeruginosa está relacionada con 
plásmidos o carbapenemasas mediadas por integrones, principalmente enzimas IMP y 
VIM que se propagan a nivel mundial y están involucradas en el desarrollo de brotes 
nosocomiales (Munoz-Price et al., 2013). La presencia de NDM-1 y otras 
carbapenemasas, como K. pneumoniae carbapenemasa (KPC) en P. aeruginosa, se ha 
informado desde 2009 en EEUU y China (Nordmann, Cuzon, & Naas, 2009; Laurent 
Poirel, Nordmann, Lagrutta, Cleary, & Munoz-Price, 2010). OXA-40 y OXA-198 han 
sido reportados en P. aeruginosa resistente a carbapenémicos, cuyos genes se encuentran 
en plásmidos con la capacidad de propagarse entre especies (Suay-García & Pérez-Gracia, 
2019).  
La resistencia a la colistina en cepas de P. aeruginosa se ha informado en Irán 
(2%) y Corea (7,5%) (Zhang et al., 2018), y se asocia con modificaciones en 
lipopolisacáridos mediante la adición covalente de L-Ara4N (transferasa) a los grupos 
fosfato de lípidos A (CDC tracking enterobacteria 2018). Una mutación en las proteínas 
de los sistemas de dos componentes de P. aeruginosa se asocia con una disminución de 
la afinidad a la colistina, como PmrB, PhoQ, ParR y ParS (Koulenti 2019); sin embargo, 
este tipo de resistencia no es transmisible. 
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2.5.5. Enterobacteriaceae 
 
Se estima que 140,000 infecciones por Enterobacteriaceae ocurren al año en EEUU 
(CDC 2013), donde K. pneumoniae y E. coli son las enterobacterias más frecuentes como 
agentes causales de IAAS (7.7% y 15.4%, respectivamente) (Boucher et al., 2009; De 
Rosa et al., 2015). Otras especies de esta familia frecuentemente reportadas son 
Enterobacter sp. (4,2%), Proteus sp. (2.8%) (De Rosa et al., 2015), Citrobacter spp, 
(1.2%), Serratia spp. (1,2%) y Morganella morganii (0,4%) (Boucher et al., 2009). 
La resistencia adquirida más importante en las enterobacterias es a β-lactámicos, 
carbapenémicos y colistina. La resistencia a β-lactámicos está mediada principalmente por 
β-lactamasas (Criscuolo & Trecarichi, 2020). Casi 26,000 (19%) IAAS y 1,700 muertes 
fueron causadas por Enterobacteriaceae productoras de BLEE en 2013 (Centers for 
Disease Control and Prevention, 2013). Estudios epidemiológicos reportan la 
recuperación de 60% o más de cepas de E. coli y K. pneumoniae resistentes a β-lactámicos 
en hospitales (Falgenhauer et al., 2016). Las BLEE más frecuentes en enterobacterias 
pertenecen a las familias TEM, SHV y CTX-M. Paterson et al. informó la recuperación 
de 73 aislamientos de K. pneumoniae provenientes de centros clínicos en Argentina, 
Australia, Bélgica, Taiwán, Sudáfrica, Turquía y EEUU. Cuarenta y nueve de 73 
aislamientos (67%) fueron portadores de BLEE tipo SHV, 12/73 aislamientos (16%) de 
tipo TEM y 17/73 aislamientos (23%) de tipo CTX-M (Criscuolo & Trecarichi, 2020; R. 
Wang et al., 2018). En otro estudio realizado en India por Bajpai et al., 38 de 78 (49%) 
aislamientos de enterobacterias contenían BLEE de tipo TEM, 6/78 (8%) de CTX-M y 
4/78 (5%) de SHV (Wise, Estabrook, Sahm, Stone, & Kazmierczak, 2018). Otras β-
lactamasas adquiridas reportadas en la familia Enterobacteriaceae son KPC, AmpC 
mediado por plásmidos, grupo OXA (principalmente OXA-48 y OXA-181) (Criscuolo & 
Trecarichi, 2020; Zhang et al., 2018) y MBL como VIM, IMP y NDM, todos ampliamente 
diseminados en aislamientos clínicos (Criscuolo & Trecarichi, 2020). 
Más de 9,000 IAAS y 600 muertes son causadas por enterobacterias resistentes a 
carbapenémicos (Centers for Disease Control and Prevention, 2013). En EEUU se 
informó el aislamiento de 379 cepas productoras de NDM-, 146 OXA-48-, 57 VIM- y 36 
IMP en 2017 (Castanheira et al., 2016). La frecuencia de infecciones por enterobacterias 
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resistentes a carbapenémicos en China es 74 % debido a K. pneumoniae, 17% por E. coli 
y 7% de Enterobacter cloacae. En Alemania, el 16% de las infecciones adquiridas en la 
UCI se deben a organismos resistentes a carbapenémicos (Alraddadi et al., 2019; 
Humphries et al., 2015). 
Las infecciones por enterobacterias resistentes a carbapenémicos conducen al uso 
de colistina como una de las últimas opciones de tratamiento. Sin embargo, la resistencia 
a colistina en aislamientos clínicos y ambientales ha incrementado, principalmente en E. 
coli y K. pneumoniae (Rodríguez-Avial, Pena, Picazo, Rodríguez-Avial, & Culebras, 
2015) mediada por genes mcr contenidos en plásmidos que codifican la fosfoetanolamina 
transferasa  (CDC, 2019b; Rodríguez-Avial et al., 2015). Hasta la fecha se han descubierto 
ocho genes mcr: mcr-1 (11 variantes), mcr-2 (3 variantes), mcr-3 (10 variantes), mcr-4, 
mcr-5, mcr-6, mcr -7 y mcr-8 (Goren et al., 2010; Naiemi et al., 2005). Este último se 
recuperó de cepas de K. pneumoniae (aisladas de humanos y animales) que contenían el 
gen blaNDM (Naiemi et al., 2005). Un estudio de Wise et al. informó una frecuencia de 
3.2% de genes mcr en aislamientos de Enterobacteriaceae (Wise et al., 2018). En este 
estudio, se recogieron aislamientos clínicos de centros de salud, hospitales y laboratorios 
de diferentes países del mundo entre 2014 y 2016, detectando resistencia a colistina en 
908 aislamientos, de los cuales 3.2% (29/908) contenían el gen mcr. 
Veinticuatro de 29 aislamientos contenían el gen mcr-1; 4/29 el gen mcr-3; y 1/29 
el gen mcr-588. Asimismo, la prevalencia mundial de resistencia a colistina mediada por 
mcr informada por Castanheira et al. es similar al resultado obtenido por Wise et al. 
Diecinueve de 390 (4.9%) aislamientos de Enterobacteriaceae eran resistentes a la 
colistina y albergaban el gen mcr-1 (Castanheira et al., 2016). 
La resistencia a la colistina transmitida por plásmidos mediada por genes mcr 
puede contribuir a la diseminación de bacterias Gram negativas pan-resistentes. Un 
ejemplo de esto es la adquisición de genes mcr tanto en cepas productoras de BLEE como 
en cepas resistentes a carbapenémicos (Rodríguez-Avial et al., 2015). Hasta la fecha, la 
mayoría de los aislamientos de enterobacterias resistentes a colistina siguen siendo 
susceptibles a los carbapenémicos y otros agentes antimicrobianos como amikacina, 
tigeciclina y ceftazidima-avibactam. Sin embargo, debido a la capacidad de los elementos 
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genéticos móviles de propagarse fácilmente en el medio ambiente, la existencia de genes 
que codifican resistencia a colistina es un riesgo para los pacientes tratados con 
infecciones graves (Goren et al., 2010). 
 
2.6 Colonización y desarrollo de IAAS 
 
La hospitalización altera la microbiota del paciente y contribuye a la colonización 
y al desarrollo de IAAS en un periodo de 48h a 4 días desde su ingreso. La colonización 
por patógenos farmacorresistentes es un factor de riesgo importante para el desarrollo de 
IAAS debido a que los pacientes se infectan por los microorganismos que los colonizaron 
previamente, tal como se ha reportado previamente en diversos estudios (Kanafani et al., 
2017; Klevens, Edwards, & Gaynes, 2008; Martin et al., 2016; Thom et al., 2010). 
Por ejemplo, se ha observado la recuperación de cepas de A. baumannii resistentes 
a imipenem a partir de hisopos perirrectales obtenidos de pacientes con bacteriemia, cuyo 
agente causal fue identificado como A. baumannii con un fenotipo resistente a imipenem 
durante su estancia en la unidad de cuidados intensivos (Thom et al., 2010). Otros estudios 
reportan que el 25% de los pacientes con neumonía o infección del tracto urinario por K. 
pneumoniae fueron portadores rectales de este microorganismo (Martin et al., 2016), y el 
22% de los pacientes estuvieron colonizados en diferentes sitios anatómicos por cepas 
productoras de BLEEs, las cuales mostraron alta relación genética con los agentes 
causales de la infección (Kanafani et al., 2017). 
La disbiosis ocasionada por los agentes antimicrobianos se caracteriza por la 
pérdida de diversidad y composición taxonómica, reducción de la resistencia a la 
colonización contra patógenos oportunistas y regulación positiva de los genes de 
farmacorresistencia (Ianiro, Tilg, & Gasbarrini, 2016).  
Tanto los pacientes colonizados como los infectados actúan como un reservorio de 
patógenos farmacorresistentes y contribuyen a la diseminación y contaminación de 
superficies, por lo que el riesgo de que pacientes posteriores en la misma habitación 
adquieran el patógeno del paciente anterior es elevado. Se necesitan más estudios sobre el 
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proceso de colonización para comprender el desarrollo de las IAAS y prevenirlas (Nseir 
et al., 2011).  
La mayor parte de los datos reportados sobre tasas de IAAS desarrolladas, la 
prevalencia de microorganismos resistentes, y el proceso de colonización provienen de las 
unidades de cuidados intensivos. Dichos aspectos son importantes para definir en estas 
unidades de cuidados intermedios (UCIM), ya que brindan atención a pacientes con 
requerimientos intermedios entre las salas generales y la unidad de cuidados intensivos, 
así como a pacientes que se transfieren de la unidad de cuidados intensivos y que aún 
requieren niveles de atención superiores a los que se proporcionan en otras salas (Prin & 
Wunsch, 2014). 
La prevención o interrupción del proceso de colonización puede ser el primer paso 
para controlar el desarrollo de IAAS en unidades de cuidados intermedios; para esto, es 
necesario identificar posibles reservorios de patógenos en superficies ambientales y 
determinar la participación del personal de salud en el proceso de colonización y el 
subsecuente desarrollo de infecciones.  
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3. Justificación 
 
 La microbiota intrahospitalaria contribuye al desarrollo de IAAS; sin embargo, no 
se han descrito rutas de diseminación de patógenos farmacorresistentes ni el proceso de 
colonización en pacientes hospitalizados con riesgo de desarrollo de infecciones en salas 
de cuidados intermedios.  
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4. Hipótesis 
 
 La colonización por patógenos farmacorresistentes contribuye al desarrollo de 
infecciones asociadas a la atención de la salud. 
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5. OBJETIVOS 
 
5.1 General 
 
 Determinar el impacto de la colonización por patógenos oportunistas 
farmacorresistentes en el desarrollo de IAAS. 
 
 
5.2 Específicos 
 
1. Aislar e identificar a los agentes causales de IAAS en pacientes hospitalizados.  
2. Determinar el perfil de susceptibilidad de los agentes causales de IAAS  
3. Determinar la clonalidad de los agentes causales de IAAS.  
4. Proponer una ruta de diseminación de patógenos oportunistas en el ambiente 
intrahospitalario. 
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6. MATERIAL Y MÉTODOS 
 
6.1. Población de estudio 
 
 Este estudio fue realizado en dos salas de cuidados intermedios del Hospital Civil 
de Guadalajara ‘‘Fray Antonio Alcalde’’, un hospital de enseñanza de tercer nivel en 
Guadalajara, México.  
 Se incluyeron pacientes mayores de 18 años, con riesgo de desarrollar infección, 
internados en las salas de cuidados intermedios dentro de un periodo de 48 horas tras su 
ingreso al hospital, que no fueran trasladados desde otros hospitales, sin infección presente 
o en incubación al momento de su admisión. El periodo de reclutamiento de los pacientes 
se llevó a cabo desde el 10 de abril al 8 de mayo de 2017. Familiares de pacientes 
infectados y personal de enfermería de ambas salas fueron también incluidos. 
 Datos clínicos y demográficos, incluyendo edad, género, terapias con agentes 
antimicrobianos, la presencia de enfermedades adyacentes, dispositivos médicos 
insertados, y la duración de estancia hospitalaria fueron registrados. 
 
6.2. Aprobación por comité de ética 
 
 Los protocolos empleados en este estudio fueron aprobados por el Comité de Ética 
en Investigación del Hospital Civil de Guadalajara ‘‘Fray Antonio Alcalde’’, con número 
de registro 118/17. Los pacientes, y sujetos de estudio firmaron el consentimiento 
informado previo a su participación. 
 
6.3. Obtención de especímenes clínicos 
 
 Se colectaron muestras clínicas de pacientes con sospecha de haber desarrollado 
IAAS para el aislamiento de los probables agentes causales. El diagnóstico de IAAS fue 
realizado por médicos infectólogos acorde a guías establecidas por Infectious Diseases 
Society of America (IDSA) (Kalil et al., 2016; Mermel et al., 2009) y por el CDC (CDC, 
2017). 
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6.4. Obtención de muestras 
 
6.4.1. Muestras de superficies ambientales 
 
 Se colectaron muestras de superficies ambientales acorde a las instrucciones 
descritas en el documento Core Microbiome Sampling Protocol A (HMP Protocol #07-
001, versión número 12.0) del manual de procedimientos del Proyecto del Microbioma 
Humano, con ligeras modificaciones.  
 Las superficies ambientales cercanas a la cama del paciente consideradas para su 
muestreo fueron barandal de cama, mesa y la superficie expuesta de dispositivos médicos 
insertados en el paciente, tales como el tubo de ventilación mecánica, catéter venoso 
central y catéter urinario. 
 Las muestras fueron obtenidas con un hispo de algodón humedecido con buffer 
SCF-1 estéril. Los hisopos se frotaron y rotaron sobre las superficies de interés durante 30 
s. Se empleó un hisopo por sitio muestreado. Los tiempos de muestreo fueron los 
siguientes: día 1 de admisión a la sala de cuidados intermedios, día 3, y cada 5 días durante 
su estancia en la sala. 
 Las muestras fueron colocadas en tubos con medio de transporte Stuart (Difco 
Becton Dickinson, Franklin Lakes, NJ) y procesadas dentro de las primeras 24 horas tras 
su obtención. 
 
6.4.2. Muestras de pacientes y sujetos 
 
 Se colectaron muestras de pliegues retroauriculares, fosas antecubitales y fosas 
nasales de pacientes, familiares de pacientes y personal de enfermería. Las muestras 
fueron obtenidas tras frotar y rotar sobre las superficies corporales un hisopo de algodón, 
humedecido con buffer SCF-1 estéril. Además, se incluyeron hisopados de superficies 
palmares de familiares de los pacientes infectados y de personal de enfermería. 
 Los tiempos para la recolección de muestras a partir de pacientes infectados y sus 
familiares fueron: día 1 de admisión en la sala, día 3, y cada 5 días durante su estancia 
(figura). El personal de enfermería fue muestreado por única ocasión durante la primera 
semana al inicio del estudio. 
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 Las muestras fueron colocadas en tubos con medio de transporte Stuart (Difco 
Becton Dickinson) y procesadas dentro de las primeras 24 horas tras su obtención. 
 Además, se colectaron muestras de heces y/o hisopados rectales a partir de 
pacientes, familiares de pacientes y enfermeros. Las muestras de heces fueron mezcladas 
con glicerol al 50% y los hisopados rectales fueron colocados en tubos de plástico estériles 
sin aditivos. Todas las muestras fecales fueron conservadas a -80°C. 
 
6.5. Métodos microbiológicos 
 
 Se cultivaron las muestras de superficies ambientales y corporales en placas Petri 
con agar sangre al 5%, agar azul de metileno y eosina, y agar azida con sangre al 5% 
(Difco Becton Dickinson). En cultivos de hisopados nasales, se incluyó una placa Petri 
con agar chocolate. Las muestras de heces y/o hisopados rectales fueron cultivados en 
agar sangre al 5%. Todos los cultivos fueron incubados a 37° durante 48 h. 
 Se aislaron todas las colonias con morfología diferente en agar sangre, y se 
conservaron en crioviales con caldo infusión cerebro corazón (Difco Becton Dickinson,) 
con glicerol al 15% (Sigma Aldrich, St. Louis, MO) a -80°C. 
 
6.6. Identificación de aislamientos 
 
 Se identificaron a los agentes causales de IAAS y a los aislamientos recuperados 
de superficies mediante espectrometría de masas acoplada a un analizador de tiempo de 
vuelo (MALDI-TOF) (Bruker Daltonics, Billerica, MA), mediante el método directo 
(Almuzara et al., 2016). 
A partir de un cultivo de 18-24 h de incubación en agar sangre al 5%, se tomó una 
colonia aislada y se colocó con un aplicador de madera en un pocillo de una placa de acero 
inoxidable (Bruker Daltonics). Posteriormente, se añadió 1 μl de ácido fórmico al 70% 
(Fluka, Sigma-Aldrich, St. Louis, MO) a cada pocillo y se dejó secar completamente a 
temperatura ambiente. Tras esto, se adicionó 1 μl de la matriz HCCA (ácido 4-bromo-α-
cianocinámico) (Sigma-Aldrich), y se dejó secar a temperatura ambiente. La placa 
preparada fue introducía en el equipo mediante el software flexControl 3.4 (Bruker 
Daltonics). Los espectros de proteínas se analizaron mediante el software MALDI 
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biotyper 4.0 (Bruker Daltonics). Los puntos de corte recomendados por el fabricante para 
la identificación confiable de los aislamientos a nivel especie es ≥2.000. Se consideró una 
diferencia de al menos el 10% entre la puntuación superior y la siguiente más cercana para 
la identificación de un género o especie diferente. 
 
6.7. Determinación de perfil de susceptibilidad 
 
 Se determinó el perfil de susceptibilidad de los agentes causales de IAAS por el 
método de dilución en caldo siguiendo las indicaciones del documento M07 (Clinical and 
Laboratory Standars Institute, 2018) y los puntos de corte del documento M100 (Clinical 
and Laboratory Standars Institute, 2019) del CLSI. 
 
6.7.1. Preparación del inóculo   
 
 A partir de un cultivo de 18 h en agar Müeller-Hinton (Difco Becton Dickinson) 
incubado a 37°C, se tomaron colonias aisladas para preparar el inóculo en 5 ml de solución 
salina fisiológica estéril, hasta alcanzar una absorbancia de 0.8 a 0.13 a 625 nm. A partir 
del inóculo ajustado, se preparó una dilución 1:150 en caldo Müeller-Hinton 
(concentración final 5x105 UFC/ml).  
 
6.7.2. Preparación de paneles con antibióticos 
 
 Para cada aislamiento, se determinó la susceptibilidad a un agente antimicrobiano 
por familia, según las recomendaciones sugeridas por Magiorakos et. al (Magiorakos et 
al., 2012). Los antibióticos (Sigma Aldrich) empleados fueron preparados en stock y se 
diluyeron acorde a las indicaciones del CLSI. Los paneles de antibióticos se prepararon 
con diluciones seriadas 1:2 de los agentes antimicrobianos en placas estériles de 96 
pocillos. Se añadieron 100 µl de caldo Müeller-Hinton a cada pocillo y en la primera 
columna se colocaron 100 µl de un stock de antibiótico, a la concentración más alta a 
utilizar. A partir del primer pocillo, se transfirieron 100 µl al pocillo contiguo, y se repitió 
hasta completar la fila correspondiente. Los 100 µl del último pocillo fueron descartados. 
El volumen de cada pocillo tras la dilución fue de 100 µl.  
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 Los paneles de antibióticos fueron inoculados con 100 µl de la dilución 1:150. En 
el panel se incluyeron un pocillo con caldo sin antibiótico, como control positivo de 
crecimiento, y un pocillo con caldo sin inóculo, como control negativo. Las 
concentraciones finales de cada antibiótico por especie tras añadir el inóculo se muestran 
en las figs. 1-3. 
 Los paneles inoculados se incubaron a 37°C durante 16-20 h. Se determinó la 
concentración mínima inhibitoria (CMI) de los aislamientos para cada agente 
antimicrobiano, la cual corresponde a la menor concentración del agente antimicrobiano 
que inhibe por completo el crecimiento del microorganismo de interés.  
La interpretación se realizó con base en los puntos de corte establecidos por el 
CLSI en el documento M100, 29° ed. Para determinar la resistencia o susceptibilidad a 
colistina, se consideraron las tablas de puntos de corte, versión 9.0, 2019, del European 
Committee on Antimicrobial Susceptibility Test (EUCAST). 
 El control de calidad de las pruebas de susceptibilidad por dilución en caldo se 
llevó a cabo con las siguientes cepas: E. coli ATCC 25922, P. aeruginosa ATCC 27853, 
y S. aureus ATCC 29213. 
 
Fig. 1. Panel de antibióticos para aislamientos de A. baumannii. Concentración en µg/ml. 
CAZ: ceftazidima; CIP: ciprofloxacino; COL: colistina; CTR: ceftriaxona; GEN: 
gentamicina; MEM: meropenem; NEG: negativo; POS: positivo; SXT: trimetoprim-
sulfametoxazol; TET: tetraciclina. 
 
 
 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 
A POS NEG     2      
B 1 0.5 2 0.25 1  4  567 567 567 567 
C 2 1 4 0.5 2 0.5/9.5 8 0.5     
D 4 2 8 1 4 1/19 16 1     
E 8 4 16 2 8 2/38 32 2     
F 16 8 32 4 16 4/76 64 4     
G 32 16 64 8 32 8/152 128 8     
H 64 32 128 16 64 16/304 256 16     
 GEN MEM CAZ CIP TET SXT CTR COL     
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Fig. 2. Panel de antibióticos para enterobacterias. Concentración en µg/ml. AZM: 
aztreonam; CAZ: ceftazidima; CIP: ciprofloxacino; CLO: cloranfenicol; COL: colistina; 
CTR: ceftriaxona; GEN: gentamicina; MEM: meropenem; NEG: negativo; POS: positivo;  
STX: trimetoprim-sulfametoxazol; TET: tetraciclina. 
 
 
Fig. 3. Panel de antibióticos para estafilococos coagulasa negativa. Concentración en 
µg/ml. AZT: azitromicina; CIP: ciprofloxacino; CLI: clindamicina; CLO: cloranfenicol; 
ERY: eritromicina; GEN: gentamicina; LND: linezolid; NEG: negativo; POS: positivo; 
OXA: oxacilina; RIF: rifampicina; SXT: trimetoprim-sulfametoxazol; TET: tetraciclina; 
VAN: vancomicina. 
 
6.7.3. Determinación de aislamientos productores de BLEEs 
 
 Se evaluó la producción de BLEE en aislamientos de enterobacterias resistentes a 
ceftazidima y cefotaxima mediante la técnica de difusión de disco, siguiendo las 
indicaciones del CLSI en el documento M02. 
 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 
A 4 2 2 0.5 0.5 2 0.5 2   NEG POS 
B 8 4 4 1 1 4 1 4 0.5 1/19   
C 16 8 8 2 2 8 2 8 1 2/38   
D 32 16 16 4 4 16 4 16 2 4/76   
E 64 32 32 8 8 32 8 32 4 8/152   
F 128 64 64 16 16 64 16 64 8 16/304   
G 256 128 128 32 32 128 32 128 16 32/608   
 CLO AZM GEN MEM CTR CAZ CIP TET COL STX   
 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 
A POS NEG       1 0.25 0.25 0.125 
B    1 1 0.25 2 0.25 2 0.5 0.5 0.25 
C 0.0625 0.5/9.5  1 2 2 0.5 4 0.5 4 1 1 0.5 
D 0.125 1/19  2 4 4 1 8 1 8 2 2 1 
E 0.25 2/38  4 8 8 2 16 2 16 4 4 2 
F 0.5  4/76  8 16 16 4 32 4 32 8 8 4 
G 1  8/152  16 32 32 8 64 8 64 16 16 8 
H 2  16/304  32 64 64 16 128 16 128 32 32 16 
 OXA SXT LND GEN TET CIP CLO RIF VAN ERY AZT CLI 
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A partir de un cultivo puro de cada aislamiento, se tomaron de 3 a 5 colonias con 
un hisopo y se resuspendieron en 5 ml de solución salina fisiológica estéril. El inóculo fue 
ajustado hasta alcanzar una absorbancia de 0.8 a 0.13 a 625 nm. A partir de este inóculo, 
una placa de agar Müeller-Hinton (Difco Becton Dickinson) fue inoculada, para lo cual 
se utilizó un hisopo estéril. Posteriormente, se colocaron sensidiscos de ceftazidima, 
ceftazidima-clavulanato, cefotaxima y cefotaxima-clavulanato a una distancia de 24 mm 
entre discos. Las placas fueron incubadas a 37°C, durante 18 horas. 
 La interpretación se llevó a cabo siguiendo los criterios de interpretación del 
documento M100 del CLSI (Clinical and Laboratory Standars Institute, 2019). Los 
aislamientos con un incremento de 5 mm o más en el diámetro del halo de inhibición en 
presencia del antibiótico con clavulanato fueron considerados como probables 
productores de BLEE. El control de calidad se llevó a cabo con las cepas ATCC K. 
pneumoniae 700603 y E. coli 25922. 
 
6.7.4. Determinación de aislamientos productores de carbapenemasas 
 
 Se evaluó la producción de BLEE en aislamientos de enterobacterias resistentes a 
meropenem, siguiendo las indicaciones del CLSI en el documento M100 (Clinical and 
Laboratory Standars Institute, 2019) mediante la técnica de CarbaNP.  
 A partir de un cultivo puro de cada aislamiento, se tomó una colonia y se 
resuspendió en un tubo cónico con 200 µl de solución de lisis. La suspensión bacteriana 
fue homogenizada por agitación en vórtex, y 100 µl se transfierieron a un tubo cónico. 
Cada tubo fue rotulado con un número (1 y 2). Al tubo 1 se añadieron 100 µl de solución 
de trabajo, y al tubo 2 se añadieron 100 µl de solución de trabajo con imipenem (6 mg/ml). 
Las suspensiones fueron homogenizadas mediante agitación por vórtex durante 1 min, y 
se incubaron a 37°C, durante dos horas. La lectura de los tubos se realizó cada 30 minutos. 
La interpretación de los resultados fue la siguiente: 
 
 
 
30 
 
 
 El control de calidad se llevó a cabo con cepas no productoras de carbapenemasas 
(control negativo) y cepas productoras de carbapenemasas (control positivo), confirmadas 
previamente por PCR. 
 
6.8. Determinación de relación clonal 
 
 Se buscaron clonas de los agentes causales de IAAS entre los aislamientos de la 
microbiota nosocomial y la microbiota de los pacientes, así como entre los aislamientos 
de los agentes causales, mediante electroforesis en gel de campos pulsados (EGCP), para 
establecer posibles rutas de diseminación en las salas de estudio. Se empleó el protocolo 
descrito para S. aureus (Chung et al., 2000), con modificaciones para las especies aisladas 
(Mendoza-Olazarán et al., 2014; Tenover et al., 1995). 
 
6.8.1. Preparación de los discos.       
 
 A partir del cultivo de 18 h incubado a 37°C, se tomó una colonia y se inoculó en 
5 ml de caldo soya tripticasa (Difco Becton Dickinson). El caldo se incubó durante 16 a 
18 h a 37°C. Se transfirieron 2 ml del cultivo líquido a un tubo cónico y se centrifugaron 
durante 5 min a 14000 rpm. El sobrenadante se decantó y la biomasa se resuspendió en 1 
ml de PIV a 4°C mediante agitación en vórtex. La suspensión se centrifugó a 14000 rpm 
durante 5 min. El sobrenadante se decantó y posteriormente se añadieron 410 μl de PIV. 
La biomasa se resuspendió mediante agitación en vórtex. 
Resultado 
Tubo 1 
Solución de trabajo 
sin antibiótico 
Tubo 2 
Solución de trabajo 
con antibiótico 
Interpretación 
Positivo Rojo Amarillo 
Productor de 
carbapenemasas 
Negativo Rojo Rojo 
No productor de 
carbapenemasas 
Inválido Amarillo/naranja Amarillo/naranja 
Sin 
interpretación 
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 Por otro lado, se prepararon 10 ml de agarosa para la electroforesis en gel de 
agarosa (Bio-Rad, Inc., CA, E.U.A.) al 1.5% en TBE 0.5X y se mantuvo a 70°C para 
evitar su solidificación. Se mezclaron 150 μl de la agarosa a la suspensión bacteriana en 
PIV, y se utilizaron 35 μl de la mezcla para formar un disco de agarosa sobre un 
portaobjetos estéril. Se formaron 6 discos por cada aislamiento y se dejaron solidificar. 
Una vez solidificados se cubrieron con un portaobjeto estéril. 
 Los discos se transfirieron a un tubo cónico estéril de 15 ml y se agregó 1 ml de 
solución EC-lisis. Los tubos se incubaron a 37°C por 24 h la solución EC-lisis se decantó. 
Se añadió 1 ml de solución ESP y los tubos se incubaron por 17 h a 55°C. Posteriormente, 
la solución ESP se decantó y se añadieron 13 ml de buffer TE 1X. Los tubos se 
mantuvieron en agitación por una hora. El buffer se decantó y se añadieron nuevamente 
13 ml de TE 1X. Los tubos se colocaron en agitación durante una hora. El proceso se 
repitió tres veces más. Una vez finalizados los lavados, los discos se almacenaron a 4°C 
en un tupo cónico con 1 ml de TE 1X estéril. 
 
6.8.2. Corte con enzima de restricción. 
 
 Se transfirió un disco de cada aislamiento a un tubo cónico estéril de 2 ml. Al tubo 
se añadieron 300 μl mezcla de reacción sin enzima y se dejó acondicionar por 30 min. 
Posteriormente, se eliminó la mezcla de reacción y se añadieron otros 40 μl de mezcla de 
reacción con enzima para realizar el corte. Las enzimas empleadas (Abm Inc., Vancouver, 
CAN), la concentración requerida y las condiciones de incubación según la especie de 
estudio se muestran a continuación: 
   
 
 
 
 
 
 La mezcla de reacción para un solo disco de cada especie, se preparó como se indica a 
continuación: 
Especie Enzima Concentración Incubación 
A. baumannii SmaI 10 u/µl 18h, 25°C 
K. pneumoniae XbaI 10 u/µl 12h, 37°C 
E. cloacae XbaI 10 u/µl 12h, 37°C 
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6.8.3. Electroforesis. 
 
 Se realizó la limpieza del equipo (CHEF-DR III Pulsed Field Electrophoresis 
Systems, Bio-Rad) con 3.5 L de agua destilada estéril mediante recirculación en la cámara 
durante 20 min. Se drenó el agua del equipo y posteriormente se añadieron 2L de TBE 
0.5X estéril. Se colocó el buffer en recirculación por la cámara hasta alcanzar una 
temperatura de 14°C.  
 Se preparó un gel de agarosa para campos pulsados al 1% en buffer TBE 0.5X 
estéril. Tras la solidificación del gel, los discos se introdujeron en los pocillos con la ayuda 
de espátulas estériles y se cubrieron con agarosa fundida. Una vez solidificada, el gel se 
introdujo en la cámara con buffer y se inició la corrida con las siguientes condiciones para 
cada especie: 
 
 
 
 
 
  
Al concluir la corrida, se retiró el gel del equipo y se realizó tinción con Red Gel 1X 
(Biotium, Hayward, CA) por 10 min y se lavó con agua destilada. Por último, se reveló 
en un transiluminador con luz UV a 254 nm (Fotodocumentador UVP Biolmaging 
Systems. EpiChemi 3 Darkroom). El análisis del patrón de bandas se realizó de manera 
visual según los criterios de Tenover (Tenover et al., 1995).  
 
 
Reactivo 
 
Cantidad/aislamiento 
A. baumannii K. pneumoniae E. cloacae 
Agua grado molecular 35.5 µl 35.5 µl 35.5 µl 
Buffer universal 10X 4 µl 4 µl 4 µl 
Enzima 10u/ µl 0.5 µl 0.5 µl 0.5 µl 
Especie t inicial t final t corrida Ángulo Voltaje 
A. baumannii 0.5 s 15 s 20 h 120 6 V 
K. pneumoniae 1 s 35 s 24 h 120 6 V 
E. cloacae 1 s 35 s 24 h 120 6 V 
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6.9. Análisis estadístico 
 
 Los datos obtenidos de EGCP fueron analizados con el programa estadístico SPSS 
versión 20, mediante el método de conglomeración del vecino más próximo con la medida 
binaria de Jaccard y como resultado final se obtuvo un dendograma con el objetivo de 
establecer los porcentajes de similitud entre los patrones de restricción de los aislamientos 
para poder determinar la presencia de clonas. 
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7. RESULTADOS 
 
7.1. Características de la población de estudio. 
 
7.1.1. Características de pacientes con IAAS 
 
 Sesenta y tres pacientes ingresaron a las salas de cuidados intermedios durante el 
periodo de estudio; de los cuales 11 fueron incluidos según los criterios de selección (Fig.  
4). Ocho pacientes (72%) desarrollaron de 1 a 3 IAAS. La media de edad fue de 54 años 
y la estancia hospitalaria promedio fue de 25 días. El 87.5% de los pacientes que 
desarrollaron infección ingresaron a la sala de cuidados intermedios debido a traumatismo 
craneoencefálico (Anexo II).  
 
 
Fig.  4. Diagrama de flujo de la población de estudio. 
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 Las IAAS diagnosticadas con mayor frecuencia fueron NAV (50%) y BAC (25%), 
seguido de ISQ (8.3%), IVU (8.3%) y otitis (8.3%). De acuerdo con los registros médicos, 
los pacientes fueron tratados con diferentes antibióticos a lo largo de la estancia 
hospitalaria, principalmente meropenem (62.5%) y ceftriaxona (50%). 
 
7.1.2. Características de personal de salud 
 
 Treinta y cinco enfermeros distribuidos entre las dos salas de cuidados 
intermedios participaron en el estudio, con una media de edad de 40 años. Tres 
enfermeros de cada sala señalaron haber tomado antibióticos durante los 30 días previos 
a la toma de muestras; los antibióticos mencionados fueron: ampicilina, ceftriaxona, 
cefuroxima, amoxicilina/clavulanato, levofloxacino, y trimetroprim/sulfametoxazol. 
 
7.1.3. Características de familiares de pacientes. 
 
 Se incluyeron a ocho familiares de pacientes infectados en el estudio, los cuales 
no especificaron estar bajo tratamiento con antibióticos antes o durante el periodo de 
recolección de muestras. 
 
7.2. Agentes causales de IAAS 
 
 Catorce aislamientos se recuperaron como agentes causales a partir de diferentes 
especímenes clínicos; de los cuales el 36% fueron identificados como A. baumannii y 29% 
como K. pneumoniae, y un aislamiento de las siguientes especies: Raoultella 
ornithinolytica, Enterobacter cloacae, Staphylococcus hominis, Staphylococcus 
epidermidis, y Candida sp. (Anexo II). 
Las infecciones se desarrollaron en un periodo de 5-10 días después de su admisión 
en UCIM. Los pacientes con estancias prologadas fueron propensos a desarrollar más de 
un tipo de IAAS. Tal es el caso del paciente P09 desarrolló 3 IAAS: (1) NAV e (2) ISQ 
debido a A. baumannii, diagnosticadas a los días 8 y 22 de estancia en UCIM, 
respectivamente; e (3) IVU, diagnosticada en el día 27 cuyo agente causal fue Candida 
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spp., además, se recuperó un aislamiento de K. pneumoniae en el día 27 a partir de la 
herida de sitio quirúrgico. 
 Así mismo, se diagnosticó el paciente P11 primero con NAV por E. cloacae al día 
7, seguido de BAC por K. pneumoniae al día 10; posteriormente, se recuperó K. 
pneumoniae a partir de secreción bronquial en el día 11. 
 
7.3. Perfil de susceptibilidad de los agentes causales de IAAS. 
 
 Se determinó el perfil de susceptibilidad en 12/14 agentes causales de IAAS 
recuperados durante el estudio. Todos los aislamientos de A. baumannii fueron resistentes 
a MEM, CAZ, CTR, CIP, TET, y SXT, además de ser susceptibles a colistina. Los 
aislamientos obtenidos de los pacientes P09 Y P10 mostraron un perfil de susceptibilidad 
similar (Anexo III). 
Entre las enterobacterias recuperadas, 3 aislamientos de K. pneumoniae y un 
aislamiento de R. ornithinolytica fueron resistentes a ceftazidima y ceftriaxona, 
azitromicina, gentamicina, tetraciclina y a trimetoprim/sulfametoxazol. De los 
aislamientos analizados de K. pneumoniae, dos fueron resistentes a meropenem. El 
aislamiento de E. cloacae mostró susceptibilidad al 100% de los agentes antimicrobianos 
probados (Anexo III).  
Las enterobacterias resistentes a ceftazidima y ceftriaxona fueron productoras de 
BLEE, mientras que los que presentan resistencia a meropenem fueron productores de 
carbapenemasas (Anexo III). 
Se recuperaron dos ECN, ambos resistentes a oxacilina, rifampicina, eritromicina, 
aztreonam y clindamicina; un aislamiento de S. hominis fue resistente a linezolid (Anexo 
III). 
 
7.4. Caracterización de la microbiota de pacientes, ambiente nosocomial, familiares 
y personal de salud. 
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Se recuperaron un total de 2,735 aislamientos a partir de diferentes superficies; de los 
cuales, 698 se recuperaron de superficies ambientales cercanas a los pacientes y de 
dispositivos médicos insertados, 635 de superficies corporales de pacientes, 482 de 
superficies corporales de familiares y 868 de superficies corporales de enfermeros. 
 Los aislamientos se identificaron en 126 especies diferentes (Anexo V). Los ECN 
fueron los aislamientos recuperados con mayor frecuencia (45%) en todos los sitios 
muestreados, seguido de A. baumannii (8.7%), Acinetobacter spp. (6.4%), Enterococcus 
faecalis (4.2%), y K. pneumoniae (3.1%). S. aureus y R. ornithinolytica se recuperaron 
principalmente de sitios anatómicos de personal de salud. La UCIM-1 mostró mayor 
diversidad de especies a partir de los diferentes sitios muestreados (Fig. 5). 
 
 
Fig. 5. Aislamientos recuperados a partir de la microbiota de pacientes, personal de 
salud, familiares y superficies. 
 
0
10
20
30
40
50
60
70
80
90
100
P
ac
ie
n
te
s 
(n
=
5
1
)
D
is
p
o
si
ti
v
o
s 
m
éd
ic
o
s 
(2
5
)
S
u
p
er
fi
ci
es
 (
n
=
4
4
)
E
n
fe
rm
er
o
s 
(n
=
3
0
3
)
F
am
il
ia
re
s 
(2
0
4
)
P
ac
ie
n
te
s 
(n
=
1
9
)
D
is
p
o
si
ti
v
o
s 
m
éd
ic
o
s 
(n
=
1
2
)
S
u
p
er
fi
ci
es
 (
n
=
2
5
)
E
n
fe
rm
er
o
s 
(n
=
1
7
0
)
F
am
il
ia
re
s 
(n
=
8
8
)
Sala 1 Sala 2
F
re
cu
en
ci
a 
(%
)
Otros
Candida spp.
R. ornithinolytica
E. cloacae
Pseudomonas spp.
A. baumannii
K. pneumoniae
ECN
S. aureus
Enterococcus spp.
38 
 
De los 14 agentes causales de IAAS, 7 se recuperaron a partir de superficies corporales de 
pacientes en el día 1 de estancia en UCIM; todas las especies de los agentes causales 
fueron recuperadas de personal de salud. Entre los dispositivos médicos, los tubos de 
ventilación mecánica fueron la superficie más colonizada en pacientes que desarrollaron 
NAV entre los días 1 y 3 de estancia en las unidades de estudio (Fig. 6). 
 
 
Fig. 6. BAC: bacteriemia asociada a catéter venoso central; ISQ: infección de sitio 
quirúrgico; IVU: infección de vías urinarias; NAV: neumonía asociada a ventilador; NM: 
no muestreado; OT: otitis.  
 
7.4.1. Aislamientos recuperados de superficies corporales de pacientes infectados. 
 
S. hominis fue la especie predominante en pliegues antecubitales, seguido de S. 
epidermidis, principalmente en los pacientes P4, P5, P6, P7 y P9. Otros comensales como 
Micrococcus luteus y Corynebacterium spp. se recuperaron a lo largo del tiempo de 
estudio. A. baumannii se recuperó a partir del día 3 en los pacientes P4, P7 y P9 y su 
frecuencia de aislamiento incrementó en días posteriores (10-50%); A. baumannii  se 
encontró también en los pacientes P10 y P11, junto a otras especies patógenas; por 
ejemplo, K. pneumoniae  y E. faecalis. La diversidad microbiana incrementó en muestras 
de días posteriores y estas especies persisten durante el tiempo de estudio (Fig. 1a, anexo 
V). 
S. epidermidis predominó en los pliegues reticulares de los pacientes P5, P6, P7 y 
P10, mientras que S. hominis predominó sólo la muestra del día 1 del paciente P4. S. 
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epidermidis, S. hominis, and Staphyloccoccus haemolyticus fueron las especies recuperadas 
con mayor frecuencia el paciente P8. A. baumannii se recuperarons desde el día 1 en P7 y P10, en 
el día 3 en P5 y P9, y desde el día 8 en P4, P6 y P11. K. pneumoniae se aisló desde el día 1 en los 
pacientes P10 y P11, y desde el día 8 en P7 y P9. El paciente P11 mostró una alta proporción de 
E. faecalis en las muestras de los días 1 y 3 (Fig. 1b, anexo V). 
S. aureus se aisló en proporciones elevadas en muestras del día 1 de fosas nasales 
de los pacientes P4 y P7, mientras que S. epidermidis predominó en los pacientes P5, P7, 
P8 y P11. La proporción de los microorganismos comensales al día 8 en todos los 
pacientes disminuyó y se recuperó mayor diversidad bacteriana. A. baumannii se recuperó 
en la mayoría de los pacientes, y la proporción más elevada se encontró en la muestra del 
día 1 del paciente P6. Otras especies, tales como E. faecalis, E. cloacae, y K. pneumoniae 
fueron recuperadas en proporciones variables a partir de muestras de los pacientes P7-P11 
(Fig. 1c, anexo V). 
 
7.4.2. Aislamientos recuperados de superficies ambientales. 
 
S. hominis, S. epidermidis, S. haemolyticus, y otros ECN se recuperaron en el 
barandal de cama de los pacientes infectados en proporciones elevadas desde el día 1. La 
proporción de Staphylococcus spp. cambió a lo largo del tiempo, mientras que una mayor 
diversidad de especies fueron recuperadas desde el día 3, entre ellas Micrococcus spp., 
Bacillus spp., Corynebacterium spp. y Enterococcus spp. A. baumannii se recuperó en al 
menos una muestra de cada paciente, encontrando la proporción más elevada en los 
pacientes P4, P8 y P10. Otras especies de Acinetobacter fueron aisladas de este sitio; por 
ejemplo, Acinetobacter lwoffii, Acinetobacter pittii, Acinetobacter nosocomialis y 
Acinetobacter ursingii. K. pneumoniae se recuperó de los pacientes P9 y P10. (Fig. 2a, 
anexo V). 
S. hominis, S. epidermidis, y otros ECN se recuperaron en la superficie de la mesa 
cercana a los pacientes P4-P6 y P9, y diversas especies fueron recuperadas a partir del día 
3 en muestras de los pacientes P4, P8 y P11, y aumenta en el día 8 en los pacientes P5, P6 
y P9. A. baumannii predominó en las muestras del paciente P8. A. baumannii y A. pittii se 
recuperaron de los pacientes P4-P6 y P8-11 en proporciones elevadas, a lo largo del 
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tiempo. E. faecium (67%) y A. baumannii (33%) se recuperaron al día 1 en el paciente 
P11 y mayor número de especies se encontraron en cultivos de días posteriores. Bacillus 
spp. se recuperaron de muestras relacionadas a los pacientes P4-P8 (Fig. 2b, apéndice V). 
 
7.4.3. Aislamientos recuperados de dispositivos médicos. 
 
S. epidermidis se recuperó en el 80% de las muestras de la porción expuesta del 
tubo de ventilación mecánica, y fue predominante en los pacientes P4-P8. Gran parte de 
los aislamientos recuperados en este sitio se identificaron como especies patógenas, 
incluyendo a A. baumannii, A. pittii, K. pneumoniae y E. cloacae. E. faecalis y E. faecium 
se encontraron muestras relacionadas a los pacientes P8-P11 en proporciones elevadas 
(Fig. 3a, apéndice V). 
S. hominis, S. epidermidis, y otros ECN se recuperaron en altas proporciones de 
muestras de CVC en los pacientes P5, P8 y P9. La colonización por bacilos Gram-
negativos fue predominante en este sitio. Las proporciones de los ECN cambiaron en el 
día 8 del paciente P5, y especies tales como K. pneumoniae (20%) and E. faecalis (20%), 
fueron aisladas. A. baumannii y K. pneumoniae colonizaron el CVC del paciente P9, 
aislados los días 3 y 8, respectivamente. A. pittii fue el único aislamiento recuperado del 
P10, y predomina en las muestras del P11junto con E. cloacae (Fig. 3b, anexo V).  
Los bacilos Gram-negativos predominaron como colonizadores de catéteres 
urinarios, entre ellos A. pittii, K. pneumoniae, E. cloacae y A. baumannii. La proporción 
de los ECN fue variable entre las muestras de catéter urinario. Solo la muestra del paciente 
P9 día 3 fue colonizada únicamente por S. epidermidis (50%) and S. hominis (50%). Por 
otro lado, A. baumannii (50%) and K. pneumoniae (50%) fueron las únicas especies 
recuperadas en la muestra del día 1 en el paciente P10 (Fig. 3c, anexo V).  
 
7.4.4. Aislamientos recuperados de las superficies corporales del personal de salud. 
S. hominis fue el aislamiento predominante en el pliegue antecubital de 18/35, 
seguido de S. haemolyticus y S. epidermidis; S. aureus se recuperó de tres enfermeros. 
Una mayor diversidad de especies fue observada en los enfermeros 18-35 (enfermeros de 
la UCIM-2. De los Gram-negativos de importancia clínica, K. pneumoniae se recuperó de 
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los enfermeros 18 and 35, A. baumannii de los enfermeros 18 y 27, E. cloacae del 
enfermero 19, and C. freundii del enfermero 32. Diferentes especies de Pseudomonas and 
Bacillus se aislaron con frecuencia de los enfermeros 18-35 (Fig. 4a, apéndice V). 
S. epidermidis fue la especie recuperada con mayor frecuencia del pliegue 
retroauticular de los enfermeros, seguido de S. hominis y S. haemolyticus. S. epidermidis 
fue la especie predominante en 24/35 enfermeros, mientras que S. haemolyticus se aisló 
con mayor frecuencia en cuatro enfermeros y S. hominis en dos. Los bacilos Gram-
negativos se aislaron con menor frecuencia en este sitio; entre ellos, Raoultella 
ornitinolytica, A. baumannii, K. pneumoniae, M. morganii, Pseudomonas plecoglossida, 
and Pantoea septica, todos recuperados de diferentes enfermeros. E. faecalis predominó 
en los enfermeros 26 y 29. Solo dos enfermeros (19 y 31) mostraron la diversidad más 
alta de especies en este sitio (Fig. 4b, anexo V). 
S. epidermidis fue la especie más frecuente en las fosas nasales de 32/35 
enfermeros, y S. aureus se aisló en siete enfermeros. Gram-positive cocci were the most 
frequently recovered. Among Gram-negative bacilli, Acinetobacter junnii (up to 30%) 
was recovered from nurse HCWs 30, 32, 34, and 35, K. pneumoniae (up to 25%) from 
nurse HCWs 19, 20, and 27, E. cloacae (up to 22%) from nurse HCWs 7, 20, and 27 (Fig. 
5c, anexo V). 
S. epidermidis, S. hominis, y S. haemolyticus fueron las especies recuperadas con 
mayor frecuencia de las superficies palmares de los enfermeros. S. aureus se aisló en 6 
enfermeros (10, 12, 14, 20, 22 y 32). La microbiota comensal fue predominante en este 
sitio; sin embargo, se recuperaron bacilos Gram-negativos de muestras de 10 
enfermeros, incluyendo A. baumannii, E. cloacae, Pseudomonas putida, y Pseudomonas 
luteola. Diferentes especies de Bacillus predominaron en el enfermero 35, y se 
recuperaron también en siete enfermeros más (Fig. 4d, anexo V).  
  
7.4.5. Aislamientos recuperados de superficies corporales de familiares de pacientes 
infectados. 
S. epidermidis, S. hominis, S. haemolyticus, y otros ECN fueron las especies 
recuperadas con mayor frecuencia en pliegues antecubitales de los familiares de pacientes. 
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Se observó mayor diversidad de especies recuperadas a lo largo del tiempo, incluyendo 
Bacillus spp., Micrococcus spp. y Brevibacillus spp. patógenos Gram-negativos, tales 
como A. baumannii, K. pneumoniae, K. aerogenes y Stenotrophomonas maltophilia 
aparecieron en muestras desde el día 1 al día 18 (Fig. 5a, anexo V). Las muestras de los 
familiares se obtuvieron según su disponibilidad; los familiares de los pacientes P10 no 
continuaron con el muestreo debido a que el paciente falleció antes del día 8. 
S. epidermidis, S. hominis y otros ECN fueron las especies predominantes en el 
pliegue retroauricular de los familiares, principalmente en RP4-RP8. En los familiares  
RP5, RP6 y RP8, la diversidad de especies aumento con el paso del tiempo, entre las que 
se recuperaron Corynebaterium spp., Micrococcus spp., E. faecium, Acinetobacter 
schlinderi, Acinetobacter ursingii, A. lwoffi y A. baumannii en diferentes proporciones. S. 
aureus y Pantoeae agglomerans se recuperaron del familiar RP9 en proporciones 
elevadas. El familiar RP10 mostró la mayor diversidad de especies recuperadas, siendo 
los bacilos Gram-negativos los que se recuperaron con mayor frecuencia, principalmente 
A. baumannii, A. pittii y K. pneumoniae (Fig. 5b, anexo V).  
S. epidermidis fue la especie predominante en fosas nasales de los familiares. S. 
aureus se recuperó de 3 familiares: RP5, RP6 y RP9. A. baumannii fue el patógeno 
recuperado con más frecuencia en el familiar RP7 en muestras de los días 1 y 8, en RP8 
en el día 1, y en RP6, RP10 y RP11 en el día 3. Otros Gram-negativos recuperados fueron 
K. pneumoniae en RP7 y RP9, y A. pittii en RP10 y RP11 (Fig. 5c, anexo V). 
S. epidermidis, S. hominis, y otros ECN fueron las especies recuperadas con mayor 
frecuencia de la superficie palmar de los familiares. Los ECN predominaron en los 
familiares RP6 y RP7 en muestras de los días 1 y 3, y una mayor diversidad de especies 
fue observada para el día 8. A. baumannii se recuperó con frecuencia en los familiares 
RP5-RP11, así como también A. pittii, E. faecalis y K. pneumoniae. En la mayoría de las 
muestras, las especies patógenas se recuperaron una vez de los familiares de los pacientes 
infectados, lo que puede indicar contaminación transitoria por contacto con superficies 
contaminadas en el hospital (Fig. 6d, anexo V). 
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7.5. Relación clonal de los agentes causales de IAAS y la microbiota nosocomial 
 Fueron seleccionados aislamientos de A. baumannii, K. pneumoniae, y E. cloacae 
para determinar la relación clonal con los agentes causales de IAAS mediante EGCP. 
Únicamente se seleccionaron aislamientos de la misma especie de los agentes causales 
que fueran recuperados a partir de los sitios ambientales cercanos a los pacientes 
infectados (74 A. baumannii, 27 K. pneumoniae y 24 E. cloacae). Se observaron hasta 13 
patrones de EGCP diferentes en cada especie analizada, con porcentajes de similitud entre 
75% y 100% (Anexo IV). 
 Se detectaron 5 clonas entre los aislamientos de A. baumannii (A, B, C, D y E; 
anexo); las cepas de los agente causales de IAAS se distribuyen en las clonas A (n=1), B 
(n=3) y F (n=1). Se observaron 4 clonas entre los aislamientos de K. pneumoniae (A, B, 
C y D); los agentes causales de esta especie se localizaron en las clonas A (n=2) y B (n=1). 
En los aislamientos de E. cloacae fueron identificadas 3 clonas predominantes (A, B y C); 
el agente causal fue asociado con la clona A. 
 
7.6. Rutas de diseminación de patógenos oportunistas 
 Los agentes causales de IAAS se recuperaron progresivamente a partir de 
diferentes superficies ambientales y superficies corporales de los pacientes a lo largo del 
periodo de estudio. Todos los agentes causales se encontraron distribuidos principalmente 
en la UCIM-1 (Fig. 7).  
 De los aislamientos analizados, la clona A de A. baumannii fue identificada en 
ambas unidades. Solo las clonas A y B de A. baumannii fueron detectadas en 4 enfermeros. 
Primero, La clona B fue detectada al día 5 en la porción expuesta del tubo de ventilación 
mecánica y las superficies corporales del paciente P04; esta misma clona fue 
posteriormente recuperada como agente causal e infección en los pacientes P04, P05 y 
P10 en los días 21, 30 y 33 del estudio, respectivamente. 
 Los aislamientos de la clona B de A. baumannii no se recuperaron previamente de 
superficies directamente relacionadas a los pacientes P05 y P10, solo en superficies 
cercanas al P04 y a partir de 3 enfermeros. 
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 Un caso similar se observó con el agente causal del paciente P05, recuperado al 
día 19, cuya presencia de la clona a la que pertenece fue detectada en el paciente P04 en 
el día 10. Contrario a los aislamientos de A. baumannii, las clonas A y B de K. pneumoniae 
y el aislamiento de E. cloacae se recuperaron por primera vez a partir de especímenes 
clínicos de los pacientes P07 y P11. 
 
 
Fig. 7. Distribución temporal de los pulsotipos de agentes causales de IAAS. AT: 
aspirado traqueal; BA: barandal; BL: sangre; CU: catéter urinario; CVC: catéter venoso 
central; FA: fosa antecubital; FN: fosa nasal; HE: heces; LB: lavado bronquioalveolar; 
ME: mesa; P: paciente; PR: pliegue retroauricular; PS: personal de salud; SO: secreción 
ótica; SP: superficie palmar; TVM: tubo de ventilación mecánica; WO: herida. 
  
5 7 9 10 11 16 19 21 23 25 27 29 30 32 33 35 38
P04 LB B
FN, PR, BA, ME B A A. baumannii A
FA B B A. baumannii B
ME B F A. baumannii  F
TVM B F A K. pneumoniae  A
P05 SO F B K. pneumoniae  B
FN, AF A A E. cloacae  A
PR A
ME A
P09 WO A
LB, BA B
FN A A
FA, TVM A A A
PR A
ME A A
CVC A A
P10 LB B
BA, CU A
PS18, 27 FA B
PS24 FN A
PS29 SP B
P07 AT B
FN, CU B
TVM B
P11 LB A A
BL A
FN A A A A A A
PR A
TVM A
CU A A
P / PS
Tiempo (días)
34 36 41 43
Clone
Espécimen/sitio
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8. DISCUSIÓN 
 
 El proceso de colonización se ha sugerido como un punto previo al desarrollo de 
IAAS por patógenos farmacorresistentes, las cuales son una de las principales causas de 
muerte a nivel mundial (S. S. Magill et al., 2014). El objetivo de este trabajo fue 
determinar el proceso de colonización en pacientes internados en salas de cuidados 
intermedios y su impacto en el desarrollo de IAAS.  
Los agentes causales de IAAS se recuperaron de superficies inertes cercanas a los 
pacientes (mesas y tubos de ventilación mecánica, principalmente), así como en 
superficies corporales de personal de salud antes y después del desarrollo de la infección. 
A. baumannii fue el patógeno recuperado con mayor frecuencia como agente causal de 
infecciones en este trabajo. Esto coincide con estudios previos que reportan a A. 
baumannii como uno de los principales agentes causales de IAAS (Haque, Sartelli, 
McKimm, & Abu Bakar, 2018), y las infecciones más frecuentes son NAV (Pradhan, 
Bhat, & Ghadage, 2014).  
Las cepas de A. baumannii se recuperaron progresivamente durante el periodo de 
estudio y persistieron en superficies ambientales a pesar del uso de desinfectantes y 
condiciones de baja humedad. Estudios previos reportan que A. baumannii persiste en 
superficies inertes hasta por más de 5 meses en el ambiente hospitalario (Kramer et al., 
2006a). Todos aislamientos clínicos de A. baumannii mostraron resistencia a 
carbapenémicos, lo cual coincide con reportes previos sobre la recuperación frecuente de 
cepas de A. baumannii en el mismo sitio de estudio (Alcántar-Curiel et al., 2019) 
Así mismo, las cepas de K. pneumoniae y E. cloacae se recuperaron después de 
haberse desarrollado las infecciones asociadas a estos microorganismos. Los agentes 
causales identificados como K. pneumoniae y E. cloacae se recuperaron por primera vez 
a partir de los especímenes clínicos, y su recuperación fue gradual en otras superficies 
ambientales. Debido a que el análisis incluye solo los aislamientos relacionados a los 
pacientes infectados, no se descarta la posibilidad de haber sido aislados previamente en 
superficies no relacionadas a los pacientes o personal de salud de las salas de estudio. 
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En este trabajo se observó que el personal de salud y los familiares pueden ser 
importantes en la diseminación de los microorganismos a superficies ambientales cercanas 
a los pacientes y facilitar la contaminación de dispositivos médicos insertados (Zhou, 
Moore, Eden, Tong, & McGeer, 2008).  
 La manipulación inadecuada de los dispositivos médicos y el contacto directo del 
personal de salud con los pacientes pueden ser el vínculo principal en la diseminación de 
potenciales patógenos. Aunque la recuperación de aislamientos con la misma 
identificación a nivel especie de los agentes causales de IAAS fue escasa en los familiares, 
no se descarta su participación en la transmisión de estos microorganismos. La baja 
frecuencia con la que se recuperaron aislamientos relacionados a los agentes causales en 
los familiares puede deberse a que algunos de ellos se negaban a proporcionar las muestras 
solicitadas durante el periodo de recolección o no estaban presentes durante la toma de 
muestra. 
 Los pacientes se exponen a la colonización de piel y al desarrollo de infecciones 
debido al daño en las defensas del hospedero o rupturas en las barreras de la piel como 
resultado de dispositivos invasivos, y la administración de antibióticos (Cassir et al., 
2015). En este estudio se observó que los pacientes monitoreados presentaban al menos 
un dispositivo médico insertado y todos estaban bajo terapia con antibióticos. Estudios 
previos reportan que hasta un 71% de los pacientes hospitalizados requieren de 
tratamiento con antibióticos, de los cuáles el 9.4% desarrolla una IAAS (S. S. Magill et 
al., 2014). 
 De los 14 aislamientos identificados como agentes causales de IAAS, 2 no 
pudieron recuperarse de cultivos posteriores. El perfil de susceptibilidad demuestra que 
11 de los 12 aislamientos estudiados son multi-farmacorresistentes. La 
farmacorresistencia en los patógenos Gram-negativos puede contribuir en su 
supervivencia en el ambiente (Kramer, Schwebke, & Kampf, 2006b), sin embargo deben 
hacerse otros estudios para evaluar este aspecto en los aislamientos recuperados en nuestro 
trabajo. 
 La colonización de piel ha sido asociada con la duración de la estancia hospitalaria 
(Lax et al., 2017), por lo tanto, la piel de los pacientes colonizados con agentes patógenos 
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potenciales son una fuente endógena de infección y de contaminación para el personal de 
salud y para los dispositivos médicos (Cassir et al., 2015). El proceso de colonización con 
microorganismos farmacorresistentes incrementa el riesgo de desarrollar IAAS en los 
pacientes, así como también en el desarrollo de infecciones subsecuentes tras el alta 
hospitalario (Tseng, Chen, Chen, Chen, & Chang, 2018). 
En este trabajo se observó la colonización de superficies ambientales por ECN y 
Corynebacerium spp., los cuales fueron las especies más frecuentes en la piel de pacientes 
y personal de salud y las que se recuperaron con mayor frecuencia en los sitios 
muestreados en las muestras del día 1 en este estudio. Estos resultados concuerdan con 
estudios previos que demuestran que las superficies inertes de alto contacto, tales como 
los barandales de cama son colonizados por microorganismos que forman parte de la 
microbiota en la piel de los pacientes (Lax et al., 2017).   
La importancia de la colonización del ambiente nosocomial con Staphylococcus 
spp. y/o Corynebacterium spp. recae en que estos microorganismos son los agentes 
causales más frecuentes de BAC, infecciones pulmonares, septicemia y osteomielitis en 
pacientes inmunocomprometidos y con enfermedades crónicas, además de tener perfiles 
de resistencia elevada (X. Wang et al., 2019; Lindsey M. Weiner et al., 2016). 
Lax et al. sugieren que la microbiota de piel de los pacientes y la microbiota de las 
superficies inertes de la habitación del paciente son similares conforme pasa el tiempo de 
estancia (Lax et al., 2017). En nuestro estudio, otros microorganismos patógenos se 
recuperaron gradualmente a partir de muestras de días posteriores. Asimismo, los agentes 
causales más frecuentes se recuperaron en superficies relacionadas a dichos pacientes, 
excepto en el caso del paciente P6.  
La colonización inicial con ECN se observa como un patrón que comienza con el 
ingreso del paciente al cubículo en la sala correspondiente, el cual debe ser desinfectado 
tras el alta de pacientes anteriores. Sin embargo, este patrón no se observa en superficies 
relacionadas a los pacientes P10 y P11, donde la desinfección previa del sitio no se haya 
realizado por la necesidad inmediata de ingresar al paciente a UCIM o la colonización 
previa del paciente durante su estancia en urgencias pudieran ser razones que expliquen 
esta diferencia. 
48 
 
Las superficies nosocomiales parecen participar como reservorios de patógenos 
potenciales, lo cual contribuye al desarrollo de infecciones (D’Souza et al., 2019; S. S. 
Magill et al., 2014; Russotto, Cortegiani, Raineri, & Giarratano, 2015). Es probable que 
la mayoría de los pacientes en estudio desarrollaran infección debido a la contaminación 
cruzada entre pacientes y personal de salud, así como de familiares de pacientes; esto 
coincide con resultados previamente reportados (Weber, Anderson, & Rutala, 2013). 
Los microorganismos patógenos se recuperaron con mayor frecuencia y en 
proporciones elevadas a lo largo del periodo de estudio; por ejemplo, A. baumannii, K. 
pneumoniae, E. cloacae, y otras especies de Acinetobacter. A su vez, se observó una 
disminución en las proporciones de la microbiota comensal de los pacientes. Filius et al. 
reportó resultados similares en un estudio desarrollado en unidades de cuidados 
intensivos, donde la distribución de especies de la microbiota de los pacientes cambiaron 
durante el periodo de hospitalización, y bacterias Gram-negativas, tales como Klebsiella 
spp., Enterobacter spp. y P. aeruginosa fueron recuperadas con frecuencia (Filius et al., 
2005).  
 La UCIM-1 mostró mayor diversidad de especies en diferentes sitios muestreados, 
comparado con la UCIM-2. Esta diferencia puede ser explicada debido al personal de 
limpieza y diferencias en la aplicación de las técnicas de aseo en cada sala, los baños de 
agua y jabón en los pacientes, el momento de la recolección de las muestras, y otros 
aspectos no considerados en cada sitio de estudio.  
Los pacientes incluidos en este estudio recibieron un baño con agua y jabón una 
vez al día, técnica que se ha reportado como un factor de riego que contribuye a la 
colonización de piel por microorganismos Gram-negativos y ECN (Cassir et al., 2015). 
Además, las técnicas de limpieza no efectivas se han reportado como una fuente primaria 
de microorganismos farmacorresistentes tales como MRSA, enterococos resistentes a 
vancomicina, y A. baumannii, los cuales pueden sobrevivir durante largos periodos de 
tiempo, facilitando su transmisión entre superficies y salas (Haque et al., 2018; Kramer et 
al., 2006a). Estos factores pudieran explicar la recuperación y persistencia de los agentes 
causales de IAAS a lo largo del periodo de estudio. 
49 
 
Algunos autores sugieren realizar cultivos de vigilancia en áreas de riesgo elevado 
cercanas a pacientes vulnerables para evitar la diseminación a través de superficies 
corporales y dispositivos médicos (D’Souza et al., 2019). Además, existe una correlación 
entre los cultivos positivos de pacientes infectados y una elevada contaminación en 
superficies que lo rodean (Russotto et al., 2015).  
El desarrollo de NAV tras la intubación endotraqueal o intubación mecánica ocurre 
en promedio a las 48-72 horas después de la inserción (Haque et al., 2018), mientras que 
el desarrollo de BAC ocurre en promedio a los 8 días después de la inserción de CVC (Lin 
et al., 2017). Otros estudios encontraron que la intubación y la inserción de CVC se 
asocian con el desarrollo de IAAS en 41.6% y 30.2% de los pacientes que presentan dichos 
dispositivos médicos, respectivamente (Deptula, Trejnowska, Ozorowski, & Hryniewicz, 
2015). En este estudio se observó que los tubos de ventilación mecánica, seguido de CVC, 
fueron los dispositivos médicos colonizados con mayor frecuencia con los agentes 
causales de infección. 
Los microorganismos que se recuperaron con mayor frecuencia en la piel y fosas 
nasales del personal de salud fueron: ECN (47.5% y 21.5%, respectivamente), E. cloacae 
(0.5% y 1.15%), A. baumannii (0.35% y 0.46%), y K. pneumoniae (0.35% y 0.46%). Sin 
embargo, no se observó un patrón definido de recuperación de estas especies. En 
familiares de pacientes, los patógenos Gram negativos se recuperaron principalmente de 
las superficies palmares, un aspecto que debe considerarse en los hospitales para prevenir 
la diseminación fuera del ambiente nosocomial y entre pacientes, así como reducir el 
riesgo de infecciones en la comunidad.  
Solamente 3 aislamientos de A. baumannii poseen alta relación clonal con los 
agentes causales de IAAS, recuperados de las superficie palmar y la fosa antecubital de 
dos enfermeros; ningún otro aislamiento relacionado a otros agentes causales se 
recuperaron a partir del personal de salud. Estos resultados pueden deberse a que las 
muestras del personal de salud fueron obtenidas únicamente al día 7, lo que podría ser una 
limitación en la recuperación de otros patógenos en esta población de estudio. 
Debido al número de pacientes incluidos en el estudio y su estancia en la sala de 
urgencias menor a 48 horas previa al ingreso a la sala de cuidados intermedios, los 
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resultados aquí obtenidos no pueden ser generalizados a la población entera que ingresa o 
ha estado hospitalizada en dichas salas. Mejorar las técnicas de limpieza en las superficies 
ambientales y la implementación de baños distintos a los baños húmedos son estrategias 
que pueden reducir la densidad bacteriana e impedir el proceso de colonización, tal como 
se ha reporta previamente en otros estudios (Cassir et al., 2015). 
Es posible que no recuperáramos todas las especies de un mismo género debido a 
su similitud morfológica en un mismo cultivo. Sin embargo, en este estudio reportamos la 
recuperación de un número elevado de microorganismos aerobios y anaerobios 
facultativos aislados mediante cultivos microbiológicos, en comparación con otros 
trabajos publicados (Chaoui, Mhand, Mellouki, & Rhallabi, 2019; D’Souza et al., 2019). 
Otra limitación es que no fue posible determinar el perfil de susceptibilidad de los 
aislamientos ambientales, pero no descartamos la presencia de microorganismos multi-
farmacorresistentes entre los aislamientos recuperados. 
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9. CONCLUSIONES 
 
1. Los agentes causales de IAAS se recuperaron a partir de superficies 
ambientales y pliegues de piel de pacientes y enfermeros, antes y después del 
desarrollo de la infección.  
2. Las superficies ambientales cercanas a los pacientes muestran contaminación 
elevada con microorganismos patógenos y comensales. 
3. El personal de salud y las superficies ambientales parecen ser importantes en 
la diseminación de los agentes causales a través de las salas de cuidados 
intermedios.  
4. Las superficies contaminadas en las salas de cuidados intermedios pueden ser 
un reservorio de microorganismos patógenos con capacidad de provocar 
infecciones asociadas a la atención de la salud. 
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10. PERSPECTIVAS 
 
1. Determinar la relación clonal de cepas del ambiente nosocomial no relacionadas 
a los pacientes con los agentes causales de IAAS. 
2. Determinar la relación clonal de cepas de la microbiota de familiares con los 
agentes causales de IAAS. 
3. Establecer estrategias de muestreo en salas con altos porcentajes de infección y 
proponer estrategias para disminuir el desarrollo de IAAS. 
4. Monitorear la capacidad de las soluciones desinfectantes para eliminar patógenos 
y detener el proceso de colonización. 
5. Proponer técnicas alternativas para el baño de pacientes que contribuyan a 
detener la propagación de patógenos. 
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 ANEXO I  
Preparación de reactivos y soluciones. 
 
Ácido fórmico al 70%: Disolver 70 ml de ácido fórmico en 30 ml de agua grado HPLC. 
Buffer para proteinasa K: Pesar 0.5844 g de NaCl y disolver en 100 mL de Tris-HCl 20 
mM pH 7.5. 
Bromuro de etidio, 1 mg/mL (Solución stock): Disolver 50 mg de bromuro de etidio en 
40 mL de agua ultrapura. Aforar a 50 mL y almacenar a 4º C protegido de la luz en un 
recipiente de vidrio ámbar. 
Caldo BHI con glicerol al 15%: Preparar caldo BHI según las instrucciones del 
fabricante, con una solución de glicerol al 15% en agua destilada como solvente del caldo. 
EDTA 500 mM: Disolver 18.62 g de EDTA en 100 mL de agua destilada y ajustar el pH 
a 8 con lentejas de NaOH. 
Fenol saturado: Fundir el fenol a temperatura de 68°C (destilar si su aspecto después de 
fundir no es cristalino). Equilibrar el fenol a pH mayor de 7.8. Agregar hidroxiquinoleína 
a una concentración final de 0.1% 
Gel de agarosa al 2 %: Disolver 4 g de agarosa en 200 mL de TBE 1X, calentar en 
microondas hasta fundir, agregar 20 μL de bromuro de etidio 1 mg/mL y vaciar en la 
cámara de electroforesis.  
Gel de agarosa al 3 %: Disolver 6 g de agarosa en 200 mL de TBE 1X, calentar en 
microondas hasta fundir, agregar 20 μL de bromuro de etidio 1 mg/mL y vaciar en la 
cámara de electroforesis.  
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Jugo azul 5X (Buffer de carga para electroforesis): Disolver 25 mg de azul de 
bromofenol, 25 mg de xilencianol y 3 mL de glicerol en TE 1X pH 8 y aforar a 10 mL. 
MgCl2 (5 mM): Pesar 0.0476 g de MgCl2 y aforar a 100 mL en agua destilada. 
NaIO4 (40 mM): Pesar 0.8556 g de NaIO4 y aforar a 100 mL en agua destilada. 
Proteinasa K a 10 mg/mL (extracción de ADN): Disolver 10 mg de proteinasa K por 
cada mililitro de solución de a preparar en agua libre ultrapura. 
SEVAG: Mezclar 24 mL de cloroformo y 1 mL de alcohol isoamílico. 
TBE 10X: Disolver 27 g de Tris-base, 13.7 g de ácido bórico, 10 mL de EDTA 0.5 M pH 
8 en agua destilada, ajustar a pH 8 y aforar a 500 mL. Esterilizar en autoclave. 
TBE 0.5X: Medir 50 mL de TBE 10X y aforar a 1L con agua destilada.  
TE 1X (Tris-HCl 500 mM pH 8, EDTA 1 mM): Mezclar 10 mL de Tris-HCl 500 mM 
pH 8 y 1 mL de EDTA 500 mM en agua destilada, ajustar el pH a 8 y aforar a 500 mL. 
Esterilizar en autoclave. 
Tris-HCl 500 mM: Disolver 30.3 g de Tris base en 300 mL de agua destilada, ajustar el 
pH a 8 con HCl concentrado y aforar a 500 mL.  
Tris-HCl 10 mM, pH 8: Disolver 0.121 g de Tris base en 80 mL de agua destilada, ajustar 
el pH a 8 con HCl concentrado y aforar a 100 mL. 
Tris-HCl 10 mM, pH 7.5: Disolver 0.242 g de Tris base en 80 mL de agua destilada, 
ajustar el pH a 7.5 con HCl concentrado y aforar a 100 mL. 
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Tris-HCl 50 mM, pH 6.6: Disolver 0.6057 g de Tris base en 80 mL de agua destilada, 
ajustar el pH a 6.6 con HCl concentrado y aforar a 100 mL. 
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ANEXO II 
Características de los pacientes infectados 
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ANEXO III 
Perfil de susceptibilidad de los agentes causales de IAAS 
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ANEXO IV 
Clonalidad de los aislamientos de la misma especie de los agentes 
causales 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 1. Relación clonal de aislamientos de A. baumannii, organizados en el dendograma por 
paciente o enfermero, el día de estancia en que se aisló, y el sitio a partir del cual se recuperó. 
Los asteriscos (*) señalan los agentes causales. BA: barandal, CU: catéter urinario; CVC: catéter 
venoso central; D: día; FA: fosas antecubitales; FN: fosas nasales, LB: lavado bronquioalveolar; 
ME: mesa, PR: pliegue retroauricular; PS: personal de salud (enfermero); S: sitio de aislamiento; 
SO: secreción ótica; SP: superficie palmar; TVM: tubo de ventilación mecánica; WO: herida 
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Fig. 2. Relación clonal de aislamientos de K. pneumoniae, organizados en el dendograma por 
paciente o enfermero, el día de estancia en que se aisló, y el sitio a partir del cual se recuperó. 
Los asteriscos (*) señalan los agentes causales. AT: aspirado traqueal; BA: barandal, BL: sangre; 
CU: catéter urinario; CVC: catéter venoso central; D: día; FA: fosas antecubitales; FN: fosas 
nasales, LB: lavado bronquioalveolar; ME: mesa, PR: pliegue retroauricular; PS: personal de 
salud (enfermero); S: sitio de aislamiento; TVM: tubo de ventilación mecánica. 
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Fig. 3. Relación clonal de aislamientos de E. cloacae, organizados en el dendograma por paciente 
o enfermero, el día de estancia en que se aisló, y el sitio a partir del cual se recuperó. Los asteriscos 
(*) señalan los agentes causales. BA: barandal; CU: catéter urinario; CVC: catéter venoso central; 
FA: fosas antecubitales; FN: fosas nasales, HE: heces; LB: lavado bronquioalveolar; ME: mesa, 
P: paciente: PR: pliegue retroauricular; PS: personal de salud (enfermero); S: sitio de aislamiento; 
SP: superficie palmar; TVM: tubo de ventilación mecánica. 
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ANEXO V 
Aislamientos recuperados por sitio y día muestreado 
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Tabla 1. Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
P7 13 Fosas nasales Enterococcus casseliflavus 
Proteus mirabilis 
Pseudomonas aeruginosa 
Stenotrophomonas maltophilia 
Pliegue antecubital Acinetobacter baumannii 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter haemolyticus 
Acinetobacter hominis 
Enterococcus faecalis 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Catéter venoso central Proteus mirabilis 
 
Catéter urinario Acinetobacter baumannii 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Tubo de ventilación 
mecánica 
Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter haemolyticus 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Barandal de cama Acinetobacter baumannii 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Mesa Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter haemolyticus 
Arthrobacter arilaitensis 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas stutzeri 
P7 18 Fosas nasales Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Proteus mirabilis 
Pseudomonas stutzeri 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Pliegue antecubital Enterococcus faecalis 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
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Tabla 1 (continuación). Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
P7 18 Pliegue retroauricular Acinetobacter ursingii 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Catéter venoso central Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Catéter urinario Acinetobacter baumannii 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Tubo de ventilación 
mecánica 
Corynebacterium aurimucosum 
Corynebacterium striatum 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus aureus 
Staphylococcus haemolyticus 
Barandal de cama Acinetobacter ursingii 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Lactococcus lactis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus xylosus 
Mesa Acinetobacter pittii 
Bacillus circulans 
Enterococcus casseliflavus 
Enterococcus faecalis 
Enterobacter cloacae 
Klebsiella variicola 
Staphylococcus epidermidis 
P9 13 Fosas nasales Acinetobacter baumannii 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Pliegue antecubital Enterococcus faecalis 
Enterococcus gallinarum 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
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Tabla 1 (continuación). Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
P9 13 Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Candida albicans 
Enterococcus faecium 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus epidermidis 
Tubo de ventilación 
mecánica 
Acinetobacter baumannii 
Candida tropicalis 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Barandal 
 
Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter pittii 
Bacillus megaterium 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Salmonella spp. 
Mesa Acinetobacter baumannii 
Achromobacter spanius 
Enterococcus faecalis 
Enterococcus faecium 
Enterococcus hirae 
Enterococcus mundtii 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus cohnii 
P11 
 
13 Fosas nasales Enterobacter cloacae 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Pliegue antecubital  Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter pittii 
Bacillus pumilus 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Staphylococcus sciuri 
Stenotrophomonas maltophilia 
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Tabla 1 (continuación). Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
P11 13 
 
Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter pittii 
Bacillus mycoides 
Enterobacter cloacae 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Catéter venoso central Acinetobacter baumannii 
Catéter urinario Acinetobacter pittii 
Bacillus pumilus 
Tubo de ventilación 
mecánica 
Acinetobacter baumannii 
Enterococcus faecalis 
Staphylococcus haemolyticus 
Barandal de cama Acinetobacter pittii 
Bacillus pumilus 
Enterobacter cloacae 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Mesa Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter lwoffii 
Acinetobacter pittii 
Arthrobacter creatinolyticus 
Pseudomonas stutzeri 
Staphylococcus epidermidis 
Stenotrophomonas maltophilia 
P11 18 Fosas nasales Acinetobacter baumannii 
Enterobacter cloacae 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Pliegue antecubital Acinetobacter baumannii 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Serratia marcescens 
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Tabla 1 (continuación). Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
P11 18 
 
Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter pittii 
Enterobacter cloacae 
Enterococcus faecalis 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Catéter venoso central Acinetobacter baumannii 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Staphylococcus sciuri 
Stenotrophomonas maltophilia 
Catéter urinario Acinetobacter baumannii 
Acinetobacter junii 
Enterococcus faecalis 
Pseudomonas aeruginosa 
Staphylococcus hominis 
Tubo de ventilación 
mecánica 
Acinetobacter baumannii 
Klebsiella pneumoniae 
Pantoea agglomerans 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
Barandal de cama Acinetobacter pittii 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Staphylococcus pasteuri 
Mesa Acinetobacter baumannii 
Aerococcus viridans 
Enterococcus casseliflavus 
Enterococcus faecium 
Microbacterium arborescens 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
RP8 13 Fosas nasales Acinetobacter baumannii 
Staphylococcus epidermidis 
Pliegue antecubital Acinetobacter baumannii 
Bacillus megaterium 
Enterococcus casseliflavus 
Staphylococcus haemolyticus 
Staphylococcus hominis 
Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
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Tabla 1 (continuación). Especies recuperadas en muestras del día 13 y 18 
Paciente/ 
Familiar 
Día 
aislamiento 
Sitio Identificación de los aislamientos 
RP8 
 
13 Superficie palmar 
 
Acinetobacter baumannii 
Staphylococcus epidermidis 
Enterococcus italicus 
RP11 13 Fosas nasales Arhrobacter oxydans 
Arthrobacter sulfonivorans 
Moraxella osloensis 
Staphylococcus epidermidis 
Pliegue antecubital Acinetobacter baumannii 
Brevibacillus borstelensis 
Staphylococcus epidermidis 
Pliegue retroauricular Corynebacterium aurimucosum 
Pseudomonas oryzihabitans 
Staphylococcus epidermidis 
Superficie palmar 
 
Acinetobacter baumannii 
Enterococcus faecalis 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus hominis 
Stenotrophomonas maltophilia 
RP11 18 Mesa Acinetobacter baumannii 
Klebsiella pneumoniae 
Staphylococcus epidermidis 
Fosas nasales Acinetobacter baumannii 
Bacillus altitudinis 
Bacillus firmus 
Bacillus megaterium 
Bacillus pumilus 
Pseudomonas stutzeri 
Staphylococcus epidermidis 
Pliegue antecubital Acinetobacter baumannii 
Pantoea agglomerans 
Pseudomonas oryzihabitans 
Staphylococcus epidermidis 
Staphylococcus haemolyticus 
Pliegue retroauricular Acinetobacter baumannii 
Enterococcus faecalis 
Klebsiella pneumoniae 
Pseudomonas mendocina 
Staphylococcus epidermidis 
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